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RESUMEN 
 
El fouling es la colonización sucesiva de organismos que se acumulan sobre una 
superficie, esta sucesión se da por una serie de fases sustentadas en el asentamiento 
microbiano. Es un fenómeno natural que forma parte de muchos ecosistemas acuáticos, 
sin embargo genera un impacto desfavorable sobre las superficies industriales 
sumergidas en el mar. Se estiman pérdidas económicas en la industria naviera alrededor 
del mundo y quizás el ejemplo mas impactante es el reporte en China en el que estiman 
que las pérdidas por taponamiento alcanzan 4.68 billones de dólares (Xu Zhi-ming et al., 
2007). Las medidas de control se basan principalmente en el uso de recubrimientos con 
compuestos químicos derivados de plomo y estaño, altamente contaminantes para el 
medio marino. Incluso uno de los compuestos más utilizados, tributilestaño, fue prohibido 
por la OMI (Organización Marítima Internacional). En la búsqueda de soluciones efectivas 
y menos tóxicas al problema del fouling, el grupo de investigación Estudio y 
Aprovechamiento de Productos Naturales Marinos y Frutas de Colombia (En adelante 
EAPNMFC) inició los primeros estudios en este campo en el país. El grupo ha venido 
desarrollando investigaciones con el fin de establecer el potencial químico de diversos 
compuestos de origen natural. El estudio de estos compuestos ha llevado a demostrar su 
efecto sobre organismos multicelulares y sobre algunas bacterias; sin embargo, no se ha 
llevado a cabo ningún estudio que permita establecer su efecto sobre el biofilm y más 
específicamente sobre biofilm de cepas de origen nativo. 
El objetivo del proyecto fue implementar un bioensayo para evaluar la posible actividad 
inhibidora de compuestos de origen natural sobre la formación de biofilm. Para lo cual se 
utilizó una metodología cuantitativa, que permitió determinar frente a poblaciones 
bacterianas de origen marino, adheridas a placas de poliestireno, el efecto de 16 
compuestos de origen natural extraídos de organismos limpios (libres de macrofouling) los 
cuales fueron suministrados por el grupo EAPNMFC. Esta estrategia también permitió 
comprobar la capacidad de formación de biofilm de especies marinas. Las cepas 
utilizadas para este ensayo fueron recolectadas de la superficie de algunos organismos 
marinos con micro y macrofouling y de una placa de Phytagel. De 10 cepas de origen 
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marino probadas se logró establecer que cuatro de ellas Vibrio harveyi  (PHY 2A- PHY-
11) Alteromona macleodii (29C) Ochrobactrum pseudogringnonese (44-DEP) sobresalen 
en la producción de biofilm. Es importante resaltar que estos microorganismos 
posiblemente sean promotores del asentamiento microbiano, particularmente Vibrio 
harveyi podría ser considerado un microorganismo de asentamiento primario. Dentro de la 
metodología propuesta se incluyó una medición cualitativa de viabilidad microbiana, con el 
fin de estimar el efecto bactericida de los compuestos y comprobar que su efecto es evitar 
el asentamiento sin afectar el crecimiento. 
Los resultados obtenidos nos permitieron proponer 5 compuestos como candidatos a 
recubrimientos antifouling. Los compuestos seleccionados mostraron ser de amplio 
espectro, con un efecto superior al 25% en la inhibición de la formación de biofilm, tanto 
de cepas Gram positivas como Gram negativas y sin efecto bactericida sobre las cepas 
nativas. 
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1. INTRODUCCIÓN 
 
El uso de compuestos químicos biocidas para el control del fouling ha sido ampliamente 
reconocido; sin embargo, estos productos afectan de forma sustancial el ecosistema 
marino. Este motivo ha llevado a que organizaciones como la OMI (Organización Marítima 
Internacional) restrinjan su uso (Omae, 2003; Proksch et al., 2010; Council Directive 
89/677/EEC) y a que se proponga el uso de tecnologías menos tóxicas desde dos frentes: 
el primero, mediante el uso de revestimientos antiadherentes y el segundo, la búsqueda 
de compuestos de origen natural (Yebra et al., 2004).  
El Grupo de Investigación de Estudio y Aprovechamiento de Productos Naturales Marinos 
y Frutas de Colombia, se ha encaminado en la identificación de compuestos naturales con 
potencial químico antifouling, teniendo como principal objetivo la búsqueda de nuevas 
soluciones efectivas y amigables con el medio ambiente. El potencial químico antifouling 
de algunos de estos compuestos ha sido evaluado frente a eucariotes y algunas bacterias 
planctónicas, pero no se han llevado a cabo estudios sobre su efecto frente a biopelículas 
bacterianas particularmente de cepas nativas (Tello et al., 2009). 
El fenómeno fouling se da por una serie de fases, las cuales se sobreponen en el tiempo y 
comienzan con el acondicionamiento bioquímico de la superficie que se sumerge, 
pasando por una colonización bacteriana, depósito de eucariotes unicelulares y finalmente 
de eucariotes multicelulares (Wahl, 1989). Esta sucesión depende de elementos como el 
sustrato, la localización geográfica, la temporada; así como, de factores tales como 
competición y predación, llevando a que sea un proceso altamente dinámico (Callow and 
Callow, 2002). Es importante tener en cuenta que el biofilm juega un papel importante al 
mediar el asentamiento y metamorfosis de larvas de organismos bénticos y es una etapa 
fundamental en el desarrollo del fouling (Satheesh and Godwin, 2009) y en muchos casos 
se plantea que al inhibir su formación se podría controlar el desarrollo indeseable de 
fouling en superficies industriales. Además, el biofilm bacteriano ha sido reconocido por su 
impacto en salud pública al colonizar dispositivos médicos, contaminar acueductos, al 
igual que en la industria alimenticia, con la gravedad de que muy pocos agentes biocidas 
son activos contra los microorganismos embebidos en las estructuras de biopelículas, en 
contraste con sus formas planctónicas (Proksch et al., 2010; Flemming, 2002). 
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Este proyecto se desarrolló utilizando la metodología descrita por O’Toole y Kolter para la 
cuantificación del biofilm en placas de polietileno (O’Toole and Kolter, 1998). Se 
estandarizó la metodología utilizando cuatro cepas de referencia y diez cepas nativas, 
extraídas de la superficie de organismos marinos y de una placa de Phytagel en la bahía 
de Santa Marta, con el fin de seleccionarlas de acuerdo a su nivel de formación de biofilm, 
y probarlas frente a dieciséis compuestos de origen marino, suministrados por el grupo 
EAPNMFC (Tello et al., 2009). Los resultados del nivel de formación de biofilm se 
presentan en valores de absorbancia, y la comprobación frente a los compuestos de 
origen natural en porcentaje de inhibición de formación de biofilm. Además, se desarrolló 
una prueba cualitativa de viabilidad que orienta sobre el posible efecto bactericida de los 
compuestos. Lo que permitió establecer los compuestos efectivos sobre la formación de 
biofilm y candidatos a preparaciones antifouling. Los resultados obtenidos permitieron 
estimar las condiciones óptimas de temperatura, tiempo de incubación y concentración de 
inóculo para obtener biofilm de forma reproducible y en el momento de la maduración de 
cepas de referencia. Solo cuatro cepas de las diez aisladas en Santa sobresalen por su 
producción de biofilm y fueron escogidas para evaluar la actividad 16 compuestos de 
origen natural suministrados por el grupo EAPNMFC. Según nuestra investigación, cinco 
de estos compuestos podrían ser propuestos como principios activos en preparaciones 
anti-fouling. 
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2. ESTADO DEL ARTE 
 
2.1 EL FOULING 
 
El fouling es un fenómeno natural que se da como un proceso de colonización de una 
superficie sólida (viva o muerta) en un medio acuoso (Wahl, 1989). Este fenómeno 
involucra organismos que crecen adheridos a diferentes superficies, tanto orgánicas como 
inorgánicas. Un caso típico son los organismos marinos que desarrollan interacciones 
importantes entre todas las especies presentes en la asociación epibionte-basibionte. Los 
colonizadores y el organismo que actúa como basibionte forman el holobionte (Wahl, 
1989; Alexander et al., 1999). 
Es importante entender que este proceso ocurre de forma natural y responde a un 
mecanismo necesario para el desarrollo de los habitantes del medio marino. Sin embargo, 
el fouling afecta los grandes sistemas industriales que se instalan en el océano. Un 
ejemplo evidente del problema causado por el fouling lo refleja el fenómeno ocurrido en la 
población de Monroe, cerca al Lago Erie (Michigan, Estados Unidos) donde se presentó 
un taponamiento por zebra mussel (mejillón cebra) un reconocido organismo fouling, que 
dejó al poblado tres días sin suministro de agua (Flemming, 2002; Tammi, 1991).  
El fouling marino es un ecosistema altamente dinámico y una vez establecido, 
extremadamente difícil de erradicar (Kjelleberg et al., 2005). En términos de tiempo, se 
estima que tras la inmersión de una superficie en el agua ésta se recubre en cuestión de 
horas de una capa de organismos unicelulares y en cuestión de meses queda recubierta 
de macroorganismos del lecho marino. Este recubrimiento ocurre mediante un proceso 
secuencial que se explicará más adelante (Wahl, 1989; Callow and Callow, 2002).  
2.1.1 MODELO DEL DESARROLLO DEL FOULING 
El proceso de colonización ha sido ampliamente estudiado en superficies inertes, con el 
fin de desarrollar medidas de control que disminuyan el impacto económico para los 
grandes sistemas industriales ubicados en el medio marino (Wahl, 1989). 
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La colonización de superficies se compone de una serie de fases que se sobrelapan en el 
tiempo y que comienzan con un acondicionamiento bioquímico, posteriormente continúa 
con la colonización bacteriana, la colonización de eucariotes unicelulares y finalmente de 
eucariotes multicelulares. Este proceso se puede observar en la Figura 1. 
Figura 1. Secuencia del desarrollo del fouling. Este fenómeno comienza como un proceso físico y 
culmina como un proceso biológico cuando una superficie se sumerge en el medio marino. 
Posterior a la inmersión, se da un acondicionamiento bioquímico de forma inmediata, que continúa 
con la colonización bacteriana en cuestión de horas, a las pocas semanas comienza la 
colonización de eucariotes multicelulares. Las larvas y organismos fouling más complejos se 
adhieren en cuestión de meses hasta alcanzar un máximo desarrollo una década después 
(Tomado de: Wahl, 1989). 
2.1.1.1 Acondicionamiento bioquímico 
Este proceso se refiere a la adsorción de compuestos químicos sobre cualquier superficie 
(principalmente macromoléculas) tras el contacto con el medio acuoso (inmersión). El 
proceso de concentración de moléculas orgánicas en las diferentes interfases 
(sólido/líquido, líquido/aire), es puramente físico y espontáneo; éste conduce a la posterior 
colonización de micro- y macro-organismos, dado que facilita la interacción entre las 
moléculas de las membranas y la superficie. En el caso de las bacterias este proceso 
permite el acercamiento a la superficie para su posterior adhesión (Wahl, 1989). 
2.1.1.2 Colonización bacteriana 
Las bacterias colonizan una superficie mediante una aproximación inicial reversible 
(adsorción) seguida de una interacción irreversible (adhesión). Esta relación involucra 
fuerzas físicas como movimiento browniano (B) electrostática (E) gravedad (G) y fuerzas 
de Van der Waals (W) así como uniones específicas de receptor ligando como se puede 
observar en la Figura 2 (Wahl, 1989). La aproximación de cualquier partícula a una 
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superficie en un medio acuoso se encuentra con un primer obstáculo: una “capa viscosa” 
de 40-100 µm de ancho, compuesta de moléculas de agua que rodean todas las 
superficies sólidas inmersas. Solamente cuando se logra penetrar esta “capa viscosa” con 
una forma particular de microturbulencias (DS, siglas en inglés para “Down Sweeps”) por 
motilidad bacteriana (M) o difusión, pueden interactuar las fuerzas físicas entre la bacteria 
y la superficie. Cuando las bacterias y la “capa viscosa” (film) se cargan principalmente de 
forma negativa, las fuerzas antagonistas y de atracción implicadas logran inmovilizar la 
célula a una distancia de 3-20 nm de la superficie. 
Esta barrera electrostática puede ser el puente para la producción de fibrillas de mono y 
polisacáridos (principalmente fructosa). Las fibrillas de los polisacáridos se acortan 
jalando la célula hacia la superficie. Las uniones covalentes entre el glicocálix bacteriano y 
la película macromolecular van desde la fase de adsorción a la fase de adhesión (Wahl, 
1989). 
En la adhesión bacteriana las propiedades del sustrato juegan un papel importante, 
características como: hidrofobicidad, hidrofilicidad y rugosidad, así como los “film 
condicionados” son factores relevantes en el proceso de fijación (Alexander et al., 1999). 
 
Figura 2. Adsorción Bacteriana. Las fuerzas de interacción que controlan la adhesión bacteriana a 
una superficie involucran elementos descritos con anterioridad. Se grafican distancias y dirección 
de las fuerzas implicadas en la aproximación inicial y la formación del “film” primario. La gráfica 
describe el movimiento browniano B, célula bacteriana C, la doble capa electrostática DL, 
microturbulencias DS, repulsión electrostática E, apéndices bacterianos que permiten el anclaje a 
la superficie F, gravedad G para la superficie horizontal, movimiento bacteriano M, ˝film˝ orgánico 
de macromoléculas adsorbidas OF, corrientes y macroturbulencia S, sustrato SUB, capa viscosa V, 
Fuerzas Van Der Waals W y cuerpo de agua WA (Tomado de: Wahl, 1989). 
V  WA 
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La atracción de las bacterias a una superficie puede darse por medio de mecanismos de 
quimiotaxis con los que la célula localiza una posible fuente de nutrientes. Por ejemplo, 
microorganismos litotróficos y autotróficos colonizan fácilmente superficies de sistemas 
industriales que el hombre coloca en el medio marino, porque tienen la habilidad de oxidar 
el Fe (II) en anaerobiosis; este será un factor determinante en el posterior desarrollo del 
fouling y estará estrechamente relacionado con la corrosión de las superficies (Flemming, 
2002). Otros mecanismos involucrados en el contacto inicial de la bacteria con la 
superficie dependen de factores como la secreción de exopolisacárido (EPS, por sus 
siglas en inglés) y la presencia de apéndices bacterianos, como pilis tipo I y flagelos, que 
ayudan a superar las fuerzas físicas, dando inicio al proceso de colonización como tal 
(Wall and Kaiser, 1999). 
Estos elementos interactúan con células vivas, muertas o superficies inertes 
constituyendo el ˝film˝ primario del proceso de formación del fouling. Algunos de los 
mecanismos de adhesión mencionados han sido descritos también en levaduras, algas 
unicelulares, esporas y larvas de invertebrados (Wahl, 1989). 
2.1.1.3. Colonización de eucariotes unicelulares 
Una vez establecido el biofilm se da inicio a la colonización de células de organismos 
como levaduras, protozoos y algas, con predominio de las últimas. Esta fase corresponde 
al depósito de células eucariotes en el andamiaje del fouling, que comienza varios días 
después de la inmersión de una superficie en el agua (Wahl, 1989). Un ejemplo, son las 
diatomeas (algas unicelulares) que se adhieren por secreción mucosa, su protoplasto se 
encuentra encerrado en una caparazón elaborada de sílica (frústulo), compuesta por una 
serie de “valvas” que tienen la particularidad de adherirse a las superficies por secreción 
de una sustancia polimérica extracelular (EPS) alcanzando un grosor de hasta 500 µm 
sobre las superficies (Callow and Callow, 2002). Otro ejemplo, es el denominado “factor 
de asentamiento” o complejo proteico inductor del asentamiento (SIPC, por sus siglas en 
inglés). El SIPC esta compuesto por una glicoproteína cuticular y es producido por 
glándulas unicelulares que lo secretan en diferentes estados de desarrollo de cirrípedos 
como Semibalanus balanoides y Balanus amphitrite (Matsumura et al., 1998). 
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2.1.1.4. Colonización de eucariotes multicelulares 
Después de una o varias semanas de inmersión, el sustrato se encuentra recubierto por 
una comunidad microbiológica estructurada de forma tridimensional que da inicio al 
desarrollo del macrofouling. Esta etapa comienza, en primer lugar, con la formación del 
denominado “fouling blando” que comprende el asentamiento de algas e invertebrados 
como corales blandos, esponjas, anémonas y tunicados. El “fouling duro” se compone de 
invertebrados tales como cirrípedos, moluscos y gusanos vestibulares “tubeworms”. El 
tipo de organismos, que se desarrollan en el fouling, depende de la localización 
geográfica, temporada o factores como competencia y predación, también existe una 
selección específica, mediada por la interacción entre el organismo y el sustrato (biofilm o 
microfouling formado). Es relevante mencionar que larvas de invertebrados y esporas de 
algas, requieren de una superficie a la cual puedan adherirse para completar su ciclo vital 
por esta razón el fouling es un proceso necesario para estas especies (Callow and Callow, 
2002). 
Este proceso se da en diferentes sustratos, diversos rangos de temperatura, salinidad y 
aún en condiciones de turbulencia. En algunos casos, la adhesión es permanente y en 
otros es reversible, de tal forma que el organismo puede moverse alrededor de la 
superficie hasta alcanzar el lugar óptimo para su asentamiento. Este contacto inicial de 
adhesión se ha denominado “First Kiss”, y en él intervienen diferentes señales específicas 
de atracción o repulsión entre todos los organismos involucrados. Después de este 
contacto inicial, en el que ya se han seleccionado los organismos que estarán presentes 
en el fouling, se da inicio al asentamiento del resto de invertebrados marinos. Dicho 
asentamiento se convierte en una estructura sólida adherida de forma irreversible a una 
superficie (Callow and Callow, 2002). 
 
2.2 . IMPACTO DEL FOULING A NIVEL INDUSTRIAL. 
 
El impacto que se deriva del fouling se resume en la tabla 1, donde se describen los 
escenarios causados por algunos de sus efectos. 
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Tabla 1. Efectos derivados de la presencia del fouling en algunos sistemas industriales (Tomado 
de: Yebra et al., 2004). 
Sistemas Industriales Efectos potenciales 
Intercambiadores de 
calor 
Disminución en el rendimiento térmico, incremento de la temperatura, corrosión, 
mayor consumo de agua. 
Canales de flujo y 
tuberías Disminución del flujo, de la presión y mayor gasto energético. 
Cascos de buques 
Mayor gasto combustible causado por el aumento del peso del casco y, por lo tanto, 
de la resistencia a causa del fouling, disminución del flujo, disminución de la 
velocidad máxima por aumento del peso del casco. 
Turbinas Disminución de eficiencia. 
Paneles solares Disminución de la energía eléctrica generada. 
Purificadores de agua Disminución de eficiencia de la purificación, disminución de eficiencia de la presión, aumento del gasto. 
Calefacción eléctrica Aumento de la temperatura, aumento de la corrosión, disminución de la vida útil. 
Tubos de venturi, 
placas de orificios 
Los tubos Venturi permiten la determinación de la velocidad del fluido y causa 
medición inexacta ó incorrecta del caudal. 
Tubos Pitot de los 
aviones Medición inexacta o incorrecta de la velocidad de los aviones. 
2.3 ESTRUCTURA Y DESCRIPCIÓN DEL BIOFILM BACTERIANO 
 
El biofilm se define como: “Una comunidad microbiana sésil caracterizada por células que 
están adheridas irreversiblemente a un sustrato o interfase, encerradas en una matriz de 
sustancias poliméricas extracelulares (EPS) que ellas han producido y que exhiben un 
fenotipo alterado en relación con la tasa de crecimiento y trascripción génica” (Donlan, 
2002). 
El biofilm es un mecanismo de resistencia dinámico y altamente elaborado, que puede 
involucrar una o más especies, con un alto nivel de complejidad debido a sus 
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interacciones con la superficie y entre las células que lo componen. Se puede formar en 
cualquier tipo de interfase tanto sólido-líquido, sólido-aire y líquido-aire. La resistencia que 
brinda este tipo de organización celular es tanto física como química. Las células 
bacterianas se organizan formando estas biopelículas sobre diferentes tipos de 
superficies, esto les ofrece ventajas no sólo metabólicas sino también de supervivencia 
(Costerton et al., 1995). Este tipo de agregados les permite soportar condiciones de 
hambruna, competencia entre especies y eficiencia en la asimilación de nutrientes 
(Passmore and Costerton, 2003). 
La mayoría de los microorganismos son capaces de formar biofilms; es una forma 
universal de vida microbiana que ha permitido la adaptación de diversas comunidades a 
nichos variados. Se han encontrado biofilms fosilizados desde la formación de la tierra, 
con una antigüedad de hasta 3.5 billones de años, representando la forma de vida más 
exitosa, colonizando suelos, sedimentos, minerales y superficies de plantas en la 
naturaleza, incluso alcanzando ambientes extremos como glaciares, volcanes, electrodos 
y áreas altamente irradiadas de plantas nucleares (Flemming, 2002). 
2.3.1. DESARROLLO DEL BIOFILM BACTERIANO  
El cambio que sufre la bacteria al pasar de su estado planctónico a un estado sésil 
involucra dos factores: (1) Factores de orden inespecífico, dados por interacciones de 
índole físicas, químicas y eléctricas que corresponden al acondicionamiento descrito con 
anterioridad con respecto al fouling. (2) Factores específicos, tales como adhesinas y 
apéndices bacterianos, que difieren según el medio en el que se desarrolle el biofilm y la 
especie bacteriana. El cambio fisiológico de la bacteria al entrar en contacto con la 
superficie es tan drástico, que su metabolismo no puede ser comparado con el de células 
planctónicas debido a la gran cantidad de proteínas que se expresan diferencialmente en 
los dos estados (Nazcar, 2007; Abalos, 2005; Arévalo-Ferro et al., 2005). 
Un claro ejemplo de alguno de los mecanismos que utilizan las células bacterianas para 
iniciar la adhesión, se observa en la Figura 3. Se refiere específicamente a los pilis tipo IV 
que son apéndices rígidos, filamentosos, usualmente con un diámetro de 4-7 nm y una 
longitud de 0.2 a 20 nm, se pueden encontrar de cientos a miles de éstos por bacteria (Li 
and Craig, 2008). Debido al mecanismo de ensamblaje de este tipo de pilis, las 
subunidades de pilina cuentan con una alta resistencia a la tensión y con la posibilidad de 
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tracción para disponerse sobre las superficies. A pesar de las diferentes topologías para 
cada bacteria, las unidades de pilina comparten el mismo diseño modular que permite 
ensamblar el filamento (pili) bajo los mismos parámetros arquitectónicos, lo que les 
permite conservar la resistencia y la flexibilidad (Kaiser, 2000; Li and Craig, 2008). 
 
Figura 3. Mecanismos de adhesión específicos. El mecanismo comienza con la adhesión por el 
extremo A, que luego se contrae y posteriormente se extiende por el extremo contrario B. De esta 
manera, se disponen para la adhesión de otras células y posterior formación del biofilm (Tomado 
de: Kaiser, 2000). 
Una vez superada la etapa inicial de adhesión comienza el crecimiento del biofilm. En 
este punto, la bacteria se divide y las células producidas se extienden alrededor del sitio 
de unión, formando una colonia, como se puede observar en la Figura 4.  
A medida que las células se dividen y colonizan la superficie secretan una gran cantidad 
de EPS, que actúa como un adhesivo con el que se consolida la estructura tridimensional 
típica de los biofilms (Figura 4: ver pasos del 1 al 5 que explican el proceso de formación 
de biofilm) (O’Toole et al., 2000; Costerton et al., 1995). El EPS constituye el 50-90% del 
total orgánico de los biofilms, está compuesto básicamente por macromoléculas como 
polisacáridos, proteínas, ácidos nucleicos, productos de lisis bacteriana y en menor 
proporción, cristales de sales minerales, partículas de corrosión y/o de sedimento y en 
general componentes del medio en el que se forma y difiere según la disponibilidad de 
nutrientes (carbono, limitación de nitrógeno, presencia de potasio o fosfatos, los cuales 
promueven su síntesis, etc.) (Costerton et al., 1995). Cuando las células comienzan a 
producir EPS se dan cambios drásticos en el expresión genética que se reflejan, por 
  Anclaje 
 Descenso
Deslizamiento
Nueva adhesión
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ejemplo, en disminución en la división celular de las células persistentes que 
permanecerán adheridas irreversiblemente a la superficie (Donlan, 2002; Costerton et al., 
2002). 
 
Figura 4. Desarrollo del Biofilm. En la Figura se observa el desarrollo del biofilm como un proceso 
de 5 etapas: Comienza con la adhesión de las células a la superficie (etapa 1) y continúa con la 
producción del EPS (etapa 2) lo que a su vez permite la adhesión irreversible de las células sobre 
la superficie. El desarrollo de la estructura típica del biofilm en forma de hongo se da en las etapas 
3 y 4, al final de las cuales se observa la maduración del mismo. Finalmente, en la etapa 5 se 
produce la dispersión de las células, pasando a un estado planctónico, en busca de nuevos nichos 
(Hergenrother and Musk, 2006).  
Cuando las colonias comienzan a rodearse de la matriz de EPS, el proceso de adhesión 
se vuelve irreversible y de allí parte la colonia para formar un biofilm maduro 
desarrollando las conocidas estructuras tridimensionales con formas de hongo y con 
canales internos que permiten el flujo de nutrientes. Estas estructuras asociadas a 
diferentes superficies se consideran un biofilm maduro. La última etapa del biofilm es el 
desprendimiento de células que están asociadas a la matriz, al parecer como mecanismo 
de diseminación para colonizar nuevas superficies (etapa 5 en la Figura 4). Los 
mecanismos de desprendimiento se dan mediante diferentes procesos, que se detallan a 
continuación (Donlan, 2002, Stewart et al., 2004). 
El primero de estos procesos, se realiza mediante la remoción continua de pequeñas 
partes de la estructura; es similar a un proceso de erosión y pueden ocurrir gracias a tres 
tipos de mecanismos:  
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 Por medio de fragmentos o cúmulos de la estructura, que en conjunto se dejan 
arrastrar por el fluido circundante. En general, se da como resultado de fuerzas 
externas o de procesos inducidos por la deficiencia nutricional. 
  El segundo, fragmentos del biofilm que parecen tener un aislamiento programado 
genéticamente, que lleva al desprendimiento de cúmulos completos. O, en algunos 
casos, las células de la matriz secretan enzimas para degradar el EPS y así 
generan un fluido interno, en el cual las células pierden su estado de adhesión y 
pueden salir del biofilm nadando (O’Toole and Kolter 1998: Shapiro et al., 1998).  
 El tercer mecanismo se debe a la colisión de partículas del líquido circundante con 
el biofilm, causando abrasión (Donlan, 2002).  
La maduración del biofilm y la producción de ESP guardan una estrecha relación con la 
señalización química célula a célula, que determina la diferenciación celular dentro del 
biofilm y permite la formación de colonias sólidas y resistentes a los cambios ambientales.  
La comunicación celular entre bacterias es un fenómeno conocido como Quorum Sensing, 
que se define como la regulación de la expresión genética en respuesta a fluctuaciones 
de la densidad de la población bacteriana. Esta señalización está controlada por el 
reconocimiento de moléculas producidas por las mismas (Fugua et al., 1994; Hentzer et 
al., 2002). 
2.3.2. ASPECTOS RELEVANTES QUE AFECTAN LA FORMACIÓN DEL BIOFILM. 
El desarrollo del biofilm bacteriano ofrece una serie de ventajas para los microorganismos. 
De hecho, la mayoría de bacterias en los ecosistemas naturales se encuentran adheridas 
a una superficie (Stoodley et al., 2002) lo cual ofrece ventajas como adquisición de 
nutrientes y adaptación a los factores adversos del medio (pH, nivel de nutrientes, fuerza 
iónica y temperatura). Además, la inmovilización de las células embebidas en la matriz de 
EPS, les permite retener enzimas extracelulares y evitar que se pierda agua y 
componentes de las células lisadas (nutrientes).  
El biofilm ofrece una barrera protectora que le brinda tolerancia hacia agentes biocidas, 
metales, toxinas y brinda también protección ante la fagocitosis, exoenzimas y algunas 
especies predadoras (Stoodley et al., 2002). Existen muchos factores a los cuales las 
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bacterias deben adaptarse para poder formar una comunidad asociada a una superficie. 
Los mecanismos de asentamiento de biofilm se ven afectados por diversos elementos que 
pueden favorecer o no su desarrollo.  
En la Tabla 2, se resumen los aspectos relacionados con las propiedades del sustrato, las 
propiedades del fluido y las de la célula que influyen en la posibilidad que tienen las 
bacterias de adherirse y conformar una comunidad. 
Tabla 2. Aspectos relevantes en la formación del biofilm (Tomado de: Donlan, 2002). 
Propiedades del substrato Propiedades del fluido Propiedades de la célula 
Textura de rugosidad Velocidad del flujo Hidrofobicidad de la superficie celular 
Hidrofobicidad pH Fimbrias (Pilis IV) 
Films condicionados (Marinos) Temperatura Flagelos 
 Cationes Substancias Poliméricas Extracelulares. 
 Presencia de agentes Antimicrobianos.  
 
2.3.3. EFECTOS DEL BIOFILM PARA LA INDUSTRIA 
El crecimiento del biofilm puede dar lugar a efectos indeseables, pero a su vez puede ser 
utilizado en la industria como matriz de inmovilización celular para la producción de 
compuestos como vitaminas y antibióticos, entre otros.  
Entre los efectos adversos se encuentran:  
 El sobrecalentamiento de las edificaciones, aumentando el gasto debido al 
consumo de aire acondicionado en las zonas tropicales. 
 Depósitos calcáreos en sistemas acuáticos de piscicultura.  
 El crecimiento escalonado de microorganismos que promueven el desarrollo del 
fouling (Flemming, 2002).  
Otro aspecto importante que debe ser mencionado, cuando se habla de efectos adversos, 
es la persistencia en infecciones crónicas de oído, de válvulas cardiacas, de vías 
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urinarias, pulmones y otras relacionadas con dispositivos médicos e implantes. Este punto 
es de especial relevancia, ya que el manejo terapéutico usual de estas patologías no es 
efectivo contra biofilms bacterianos. La concentración mínima de antibióticos requerida 
para eliminar el biofilm, puede llegar a ser hasta quinientas veces mayor que la que se 
requiere para cultivos planctónicos (Costerton et al., 1995; Stoodley et al., 2002). 
Este problema se ha convertido en el talón de Aquiles del manejo clínico de numerosas 
infecciones, llevando a los investigadores a buscar mecanismos que permitan debilitar los 
biofilms bacterianos de tal forma que los antibióticos convencionales vuelvan a ser 
efectivos (Greenberg, 2003). 
2.4. APROXIMACIONES AL CONTROL DEL FOULING 
 
El fouling se ha catalogado desde la antigüedad como un problema económico de alto 
impacto; los problemas de perforación en los navíos por invasión de organismos fueron 
reconocidos desde los tiempos de fenicios y cartaginenses. En aquella época se utilizaron 
recubrimientos de cobre sobre las embarcaciones, con el fin de minimizar el efecto 
indeseable del fouling. Históricamente los recubrimientos antifouling han usado sales de 
cobre, estaño o sus aleaciones con metales pesados de toxicidad reconocida. Los griegos 
y romanos utilizaron capas de plomo, aseguradas con clavos de cobre para solucionar 
este problema. Quizás el uso más extendido de los recubrimientos de cobre fue el que le 
dio la Armada Británica, ya que desde 1780 tomó la medida de usar dichos recubrimientos 
en todos sus navíos. El cobre se une a constituyentes celulares que contienen azufre 
(proteínas), dando lugar a una variedad de respuestas asociadas con la toxicidad de 
metales pesados lo cual genera un alto impacto ecológico (Callow and Callow, 2002). 
La búsqueda de soluciones al fenómeno fouling ha sido una tarea abordada desde 
diferentes disciplinas, entre las que destacan la química, la física de materiales y la 
búsqueda de compuestos de origen natural. Estos últimos han sido aislados de 
organismos marinos que los producen, al parecer, para prevenir la colonización 
exagerada de otros organismos (biofouling). Ahora bien, el mecanismo de acción de los 
agentes biocidas se basa en repeler ó evitar la fijación de los organismos fouling, 
causando un efecto letal previo o posterior a la fijación. Estos agentes biocidas actúan 
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mediante filtración o por hidrólisis y posterior disolución de los recubrimientos; por lo cual, 
tanto los componentes del fouling degradados como los agentes biocidas se acumulan en 
el medio marino (Waterman et al., 2001). 
Dentro de los daños ecológicos causados por dichos recubrimientos, se han reportado el 
crecimiento defectuoso de las conchas de ostras, malformaciones y alteración del sistema 
inmunológico en peces, cambios radicales de la metamorfosis de algunas larvas y 
acumulación de los residuos en mamíferos. Está comprobado que el uso de derivados 
orgánicos del estaño como biocidas antifouling, en forma de óxidos, cloruros o fluoruros 
de tributilestaño (TBT, por sus siglas en inglés), es altamente efectivo; sin embargo, su 
baja especificidad hace que se interrumpan procesos bioquímicos celulares vitales, 
causando daño en los fotosistemas y alteraciones inmunológicas de algunos 
invertebrados, mamíferos e incluso al ser humano. Por estas razones, fue obligatorio el 
desarrollo de regulaciones para restringir su uso, proponiendo medidas internacionales, 
las cuales estimaban que para Octubre de 2001, se prohibiría la aplicación del TBT en los 
recubrimientos antifouling (Waterman et al., 2001). 
Debido a este panorama, el enfoque actual en el desarrollo de tecnologías antifouling ha 
tomado dos direcciones. Por un lado, la búsqueda de productos que inhiban la fijación de 
organismos mediante mecanismos físico-químicos que interfieran con la adhesión normal; 
por otro lado, la identificación de compuestos efectivos de origen natural, que busquen 
obtener productos amigables con el medio ambiente (Yebra et al., 2004). 
2.4.1. COMPUESTOS DERIVADOS DEL COBRE 
El cobre en forma de cobre metálico y aleaciones, es el agente biocida más antiguamente 
utilizado por su efecto en bacterias, moluscos y hongos. Del que se encuentran reportes 
de efectividad y desempeño. En 2003, Omae reportó la efectividad antifouling de cinco 
tipos de aleación de cobre, utilizando como modelo biológico el alga marina Ectocarpus 
siliculosus. En presencia de estos recubrimientos se observó que en las superficies 
recubiertas con cobre y cobre arsénico, se inhibía el crecimiento del 100% del alga, 
mientras que las superficies recubiertas con la aleación cobre-níquel (90:10) inhibía el 
25% del crecimiento, sobre el 75% de la superficie total. Estos resultados muestran de 
forma indiscutible que las aleaciones de cobre con algunos metales son excelentes 
compuestos antifouling (Omae, 2003). 
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Sin embargo, el incremento progresivo del uso de compuestos antifouling basados en 
cobre, condujo a un aumento exagerado de éste en el medio oceánico, causando 
bioacumulación, la cual puede afectar el desarrollo de invertebrados marinos. Este 
mineral se encuentra sólo en una mínima concentración en los seres vivos, por lo tanto un 
“exceso” es potencialmente nocivo (Burges et al., 2003; Yebra et al., 2004; Omae, 2003). 
2.4.2. COMBINACIONES BIOCIDAS (BOOSTER) 
En este tipo de compuestos antifouling se encuentran aquéllos que utilizan una 
combinación de derivados del cobre (principalmente óxido cuproso), que generalmente 
son compuestos químicos orgánicos similares a algunos insecticidas y herbicidas usados 
en la agricultura, y tienen en común la incorporación de halógenos, aminas heterocíclicas, 
anillos aromáticos, carbamatos y otros que han mostrado actividad biocida. Sus 
aplicaciones han sido principalmente como agroquímicos, pesticidas, herbicidas, 
fungicidas o bactericidas de los cuales hasta el 2003, se encontraban aprobados tan solo 
nueve en el Reino Unido y diecisiete en Japón, como agentes antifouling seguros (Yebra 
et al., 2004; Omae, 2003). 
Algunos de estos compuestos son reconocidos comercialmente, entre ellos el Diuron, que 
es un compuesto no iónico, herbicida usado principalmente en el control de vegetación 
marina, que tiene una moderada solubilidad en el agua y su mecanismo de acción se da 
inhibiendo la fotosíntesis, se ha descrito con un efecto cancerígeno y causante de 
malformaciones en larvas de peces y relativamente persistente en el medio marino. Otros 
como el Irgarol 1051 mostraron ser altamente tóxicos para algas y afectar los sistemas 
fotosintéticos de corales; reportes muestran que a bajas concentraciones, pueden afectar 
comunidades de micro y macro algas, corales, flora marina e indirectamente herbívoros 
marinos. Uno de los productos de degradación es el M1, que retiene el anillo heterocíclico 
del Irgarol 1051, y generó incluso diez veces más fitotoxicidad que su precursor y se 
mantuvo aún después que el primero desapareciera del medio (Yebra et al., 2004; Omae, 
2003). 
Otro agente biocida de amplio espectro reconocido es el Sea Nine 211 que tiene actividad 
contra bacterias, algas, hongos y macro invertebrados. Es menos persistente en el agua y 
menos tóxico; sin embargo, se degrada rápidamente y es lipofílico, por lo cual puede 
bioacumularse (Yebra et al., 2004; Omae, 2003). 
 
 
17 
 
El mayor impacto causado por los biocidas tipo booster es la bioacumulación y el hecho 
de ser de amplio espectro, afectando organismos no fouling, segregándose y 
acumulándose en el medio marino. De acuerdo con los estudios llevados a cabo hasta el 
2004, las concentraciones ambientales de estos compuestos usualmente se encuentran 
por debajo de los niveles de toxicidad aguda; sin embargo, es ampliamente reconocido 
que la mortalidad de los organismos no es un medidor lo suficientemente sensible como 
punto final de un bioensayo ambiental y se debería prestar más atención en el impacto 
potencial a largo plazo, impacto sub-letal y de contaminantes, tomando parámetros 
ambientales (Yebra et al., 2004; Omae, 2003). 
2.4.3. RECUBRIMIENTOS CON SUSTANCIAS POLIMERICAS NO TOXICAS 
Teniendo en cuenta la necesidad de identificar compuestos no tóxicos para solucionar el 
problema del fouling, se han desarrollado compuestos que gracias a sus propiedades 
físico-químicas, previenen la adhesión de los organismos fouling, ya que generan una 
superficie de baja fricción y ultra lisa. En este tipo de superficies, la adhesión es 
considerablemente difícil y los organismos que se adhieren son removidos fácilmente 
como resultado de las fuerzas físicas causadas por el movimiento sobre el agua (Yebra et 
al., 2004; Burges et al., 2003). 
Estos recubrimientos utilizan principalmente las propiedades químicas de los poliuretanos 
fluorados (teflón) y las siliconas. Estos productos repelen los organismos sin tener un 
efecto biocida. Los poliuretanos fluorados proporcionan superficies totalmente lisas sin 
poros, con moléculas estrechamente alineadas y organizadas, generando superficies con 
baja energía superficial, con características no adherentes (Burges et al., 2003).  
Las siliconas tienen excelentes propiedades lubricantes, son resistentes a una amplia 
variedad de climas y presentan una alta repelencia y resistencia al agua. Este tipo de 
recubrimientos pueden prevenir completamente la adhesión del fouling a las superficies, 
ya que las uniones iniciales de los organismos con los recubrimientos son tan débiles que 
pueden romperse por su propio peso o por el movimiento durante el desplazamiento de 
los barcos (Yebra et al., 2004; Omae, 2003). 
No obstante lo anterior, aún no se ha logrado demostrar que estos compuestos sean 
seguros para el medio ambiente, ya que su efectividad depende de la forma de los cascos 
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de los navíos que determinan la hidrodinámica del fluido sobre la superficie y del 
movimiento continuo, por lo cual su uso se restringe a superficies limitadas. Además, no 
todos los productos han mostrado un tiempo de vida útil prolongado y su costo es elevado 
(Yebra et al., 2004; Clare 1998). 
2.4.4. SISTEMAS ELECTRICOS ANTIFOULING 
La corriente eléctrica ha sido utilizada como un mecanismo alternativo frente al uso de 
biocidas para el control del fouling. El mecanismo más utilizado es el sistema de 
desinfección eléctrica, que aprovecha la carga negativa en la pared celular de las 
bacterias para repelerlas de las superficies. Estos potenciales eléctricos tienen 
implicaciones en la microbiota nativa, este efecto se ha descrito con anterioridad. El uso 
de diferentes cascadas de potencial sobre las superficies permite prevenir la acumulación 
de organismos por un tiempo, evitando la consolidación del microfouling y la posterior 
acumulación de los organismos fouling.  
Estos sistemas se consideran en general amigables con el medio ambiente; sin embargo, 
el consumo de energía es elevado y no puede ser utilizado en grandes superficies (Omae, 
2003; Clare, 1998). 
2.4.5. COMPUESTOS DE ORIGEN NATURAL 
Algunos organismos marinos como corales, esponjas, plantas marinas entre otros, cubren 
la superficie de sus cuerpos con sustancias químicas activas, con actividad antifouling, 
que previenen el crecimiento excesivo de su microbiota asociada. Los mecanismos de 
defensa utilizados por los organismos marinos incluyen el uso de recursos microbianos. 
Un ejemplo de ello lo representa la planta marina Ulva lactuca, que se recubre de un 
biofilm benéfico que incrementa su actividad antifouling (Kjelleberg et al., 2005; Clare et 
al., 1992).  
Algunos de estos compuestos han sido propuestos como novedosos agentes antifouling, 
amigables con el medio ambiente, especialmente aquéllos que tienen propiedades 
repelentes e inhibidoras del asentamiento sin las características biocidas indeseables de 
los compuestos sintéticos. Estas sustancias han sido obtenidas principalmente de 
organismos marinos de cuatro familias diferentes: Cnidaria, Porifera, Bryozoa, Chordata y 
además algunas plantas como Thallophyta y Angiospermeae (Omae, 2003; Schoenfeld et 
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al., 2002). Estos compuestos exhiben actividades antifouling, antiviral, citótoxica, 
antifúngica, antibacterial e incluso contra eucariotes multicelulares como diatomeas, algas 
y mejillones. Muchas de las sustancias antifouling se han encontrado también en 
microorganismos y plantas terrestres como el té verde, el wasabi y hojas del árbol de 
avena (Callow and Callow, 2002; Hellio et al., 2004; Omae, 2003) 
Algunos productos antifouling se encuentran listados en la Tabla 3, en la cual se describe 
el basibionte de donde se extrajeron los compuestos de origen natural, el compuesto 
químico identificado y las propiedades que se han descrito para cada uno de ellos. Entre 
los productos naturales antifouling se encuentran diversos tipos de compuestos como 
esteroides, isotiocianatos, ácidos grasos, entre otros; además, se encuentran enzimas 
producidas por esponjas, corales, estrellas de mar, mejillones y algas. Estos compuestos 
antifouling incluyen no solamente toxinas, sino también compuestos que promueven la 
quimiotaxis negativa, inhibidores de crecimiento, de adhesión, de metamorfosis de larvas, 
entre otros (Yebra et al., 2004). 
Si bien algunos compuestos de origen natural no alcanzan la efectividad de los derivados 
del cobre, otros cuentan con una actividad incluso más alta que la de recubrimientos 
antifouling reconocidos. En 2003, Omae reportó el éxito del uso de compuestos naturales 
antifouling y compuestos de silicona sobre la superficie de botes expuestos por 
determinado tiempo en el océano (Yebra et al., 2004; Omae, 2003). 
Los compuestos a utilizar en este proyecto fueron extraídos de octocorales, dentro de los 
que se encuentra Eunicea knighti, uno de los géneros más abundantes y diversos 
presentes en arrecifes de coral y en rocas de la costa del Caribe. Estos animales han 
mostrado ser una fuente rica de compuestos con estructuras nuevas, especialmente 
diterpenos, que cuentan con una potente actividad biológica como antitumorales, 
antiplasmódicos, antinflamatorios y como una fuente prometedora de compuestos 
antifouling (Tello et al., 2009). 
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Tabla 3. Productos naturales marinos (Tomado de: Omae, 2003) 
Basibionte Compuesto antifouling Actividad Mostrada 
Leptogorgiavirgulata, 
L. setacea Homarine 
Inhibición del crecimiento de diatomeas (Fusetani 
and Clare, 2006) 
Pseudopterogorgia 
americana Furano germacreno Antibacterial (Fraga,1998) 
Renilla reniformes Renillafoulins Inhibición del asentamiento de cirrípedos (Fusetani and Clare, 2006) 
Leptogorgia virgulata Pukalide; Epoxypukalide Inhibición del asentamiento de cirrípedos (Fusetani and Clare, 2006) 
Lobophitum 
pauciflorum 
14-hydroxycembra-1,3,7,11-
tetraeno Inhibición del crecimiento 
Muricea fruticosa Muricinas Inhibición del crecimiento de diatomeas (Omae, 2003) 
Sinularia sp (-)–β-bisabolene Repelente 
Sinularia sp 
13α-acetoxypukalide; (9E)-4-
(6,10-dimethylocta-9-11; 
dienylfurano-2-acido 
carboxílico 
Inhibición del asentamiento de mejillones y 
cirrípedos (Omae, 2003) 
Aplysina fistularis Aerothionina 
Inhibe la metamorfosis de larvas de abulón. Inhibe 
el asentamiento de briozoos y poliquetos (Fusetani 
and Clare, 2006) 
Aplysina glaciales 1-methyladenina Antibacterial. 
Phyllospongia 
papirácea Furospongolide Inhibe el asentamiento 
Dysidea herbacea Herbacin Inhibición el asentamiento 
Crella incrustans Lyso-factor de agregación plaquetario Bryozoa Inhibe el asentamiento 
Zoobotryon 
pellucidum 
1-methyl-2,5,6-
tribromogramina Chordata Inhibe el asentamiento 
Eudistoma olivaceum Eudistomins G Inhibe el asentamiento de Briosoarios (Fusetani and Clare, 2006) 
Halocynthia 
roretzi 
Lysophospha tidylinositol 
Thallopyta Antifúngico 
Delisea pulcra Furanonas halogenadas Inhibición de cirrípedos, asentamiento de algas, crecimiento y desarrollo bacteriano. 
Zostera marina p-(sulfooxy) ácido cinámico Inhibición del asentamiento 
2.5. APROXIMACIONES AL CONTROL DEL BIOFILM 
 
En general los microorganismos de forma natural cuentan con un alto nivel de resistencia 
a los antibióticos, las bacterias utilizan diversos mecanismos para detoxificarse como 
bombas de eflujo, enzimas que modifican las moléculas, entre muchos otros. Además, 
cuando están asociadas formando biofilms los niveles de resistencia aumentan 
considerablemente en comparación con su estado planctónico. Esto se debe, entre 
muchas razones, a la elaborada estructura de las biopelículas y a la producción de ESP 
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que evade la acción del sistema inmunológico del huésped y causa una disminución en la 
penetración de los antibióticos (Musk et al., 2006; Greenberg, 2003). 
La formación de biofilm de bacterias potencialmente patógenas en catéteres y otros 
dispositivos médicos, es un gran problema en hospitales y una causa importante de 
morbilidad de los pacientes. Se han utilizado diversos mecanismos para prevenir la 
contaminación bacteriana en los dispositivos, por ejemplo incorporar antibióticos como 
gentamicina en los materiales, sin embargo no se alcanza la concentración mínima 
inhibitoria (CMI) debido a la conformación de tridimensional de las biopelículas. Por estas 
razones, han proliferado las investigaciones con el fin de alcanzar un mayor 
entendimiento de los biofilms y las terapias clínicas que se deben usar en esos casos, 
pero las respuestas están aún por emerger (Musk et al., 2006; Abraham, 2006). 
Existen algunos productos naturales para el control de biofilms obtenidos de bacterias. Un 
ejemplo es la Ruminococcina A, producida por el Ruminococcus gnavus (bacteria aislada 
de heces en humanos) la presencia de este péptido en la microbiota de los humanos, es 
un ejemplo de la interacción entre la bacteria y su huésped para controlar el crecimiento 
de las poblaciones presentes en los intestinos (Abraham, 2006). 
El uso de mecanismos de inhibición del quorum sensing impide que se alcance la 
densidad poblacional requerida para madurar el biofilm y de esta manera se disminuyen 
los factores de virulencia relacionados con las biopelículas. Moléculas como las 
furanonas, extraídas del alga roja Delissea pulcra, actúan efectivamente, al interferir sobre 
las moléculas autoinductoras de bacterias Gram negativas. La identificación de estas 
moléculas producidas por organismos marinos libres de fouling, marcan la pauta para el 
descubrimiento de nuevos fármacos efectivos en el control del biofilm (Passmore  and 
Costerton, 2003; Abraham, 2006). 
2.6. METODOLOGÍAS PARA DETERMINAR LA EFECTIVIDAD DE PRODUCTOS 
NATURALES ANTIFOULING 
El uso de ensayos que permitan determinar la efectividad de compuestos naturales 
antifouling se ha enfocado principalmente a bioensayos para determinar actividades 
farmacológicas específicas como citotoxicidad y al uso de metodologías que involucran la 
cuantificación del asentamiento de larvas totales in vitro o in vivo. En Colombia se han 
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reportado estudios mediante el uso de cajas de Phytagel preparadas con extractos 
orgánicos crudos de esponjas marinas, que se sumergen en el océano durante un tiempo 
determinado permitiendo el asentamiento libre de organismos. El recuento posterior ha 
permitido detectar individuos sésiles como poliquetos, ascidias, briozoos, hidroides, 
esponjas y algas clorofíceas, en los casos en los que no hay actividad, y la reducción del 
asentamiento de estos organismos cuando el extracto presenta actividad antifouling 
(Clare, 1998; Arias et al., 2006). 
Teniendo en cuenta las fases de desarrollo del fouling descritas con anterioridad numeral 
2.1.1., la validación de la efectividad de un compuesto antifouling no puede limitarse a la 
comprobación sobre eucariotes, también es necesario que se evalué frente a 
microorganismos para lo cual se han desarrollado anti-biogramas con extractos, 
fracciones y compuestos puros de origen natural frente a bacterias marinas (Tello et al., 
2009). Este tipo de ensayos proporcionan información sobre la inhibición del crecimiento 
bacteriano que llega a ser ineficiente cuando las bacterias expresan resistencia contra el 
agente bactericida y no refleja, como se explicó, la CMI necesaria para erradicar un 
biofilm. Por esta razón, durante los últimos años, se han descrito algunos bioensayos para 
el estudio in vitro de la formación y desarrollo de biofilm, utilizando entre otras, la 
metodología clásica de los ensayos de adherencia en placas de polietileno. En este 
ensayo se mide la producción de biofilm mediante la intensidad de la coloración de la 
biomasa de los microorganismos adheridos a la placa (Proksch et al., 2010, Peeters et al., 
2008; Hellio et al., 2004). 
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3. OBJETIVOS 
 
3.1. OBJETIVO GENERAL 
 
Evaluar el efecto inhibitorio de algunos compuestos antifouling de origen natural, sobre el 
biofilm bacteriano de cepas nativas aisladas de la bahía de Santa Marta.  
 
3.2. OBJETIVOS ESPECÍFICOS 
 
• Establecer una metodología que permita cuantificar el desarrollo de biopelículas 
bacterianas, utilizando cepas de referencia conocidas como buenas formadoras de 
biofilm. 
 
• Evaluar la formación de biopelículas, utilizando cepas de origen marino aisladas 
de la superficie de organismos con micro y macro fouling. 
 
• Determinar la posible actividad antifouling de compuestos de origen natural,  
            midiendo la inhibición de la formación de biopelículas bacterianas. 
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4. MATERIALES Y METODOS 
 
 
4.1 CEPARIO  Y MEDIOS DE CULTIVO 
 
Se utilizaron microorganismos comúnmente reportados en la literatura como formadores 
de biopelículas. Las cepas fueron suministradas por el Laboratorio de Epidemiología 
Molecular del IBUN y se encuentran listadas en la Tabla 4. Estas bacterias se 
conservaron en medio Luria Bertani (LB) (Triptona 1%, Extracto de Levadura 0.5%, 
Cloruro de Sodio 1%) con glicerol a una concentración 1:1 y a - 80°C y en medio 
semisólido (agar 0.8%). 
  
Tabla 4. Listado de cepas de referencia  
Cepa Referencia 
Staphylococcus aureus No reportada 
Staphylococcus epidermidis ATCC 51400310 
Klebsiella pneumoniae 206 
Pseudomonas aeruginosa ATCC 27853 
 
Las bacterias aisladas en medio marino (MM) (Cloruro de Sodio 20.8 g/L; Cloruro de 
Potasio 0.6 g/L, Cloruro de Magnesio 4.0 g/L, Sulfato de Magnesio 4.8 g/L, Sales de Rila 
1.5 g/L, Tris base 0.4 g/L, Peptona 3.0 g/L, Extracto de Levadura 1.5 g/L) se conservaron 
en el mismo medio con glicerol a una concentración 1:1 a -80 °C y en MM semisólido 
(0.8% agar). Las bacterias de estudio fueron facilitadas por el grupo de investigación 
EAPNMFC del Departamento de Química de la Universidad Nacional de Colombia. Estas 
cepas fueron obtenidas por Jenyfer Mora, de las biopelículas que recubrían esponjas 
Aplysina lacunosa, Aplysina insularis, la concha de un bivalvo Donax sp., y de discos de 
Phytagel sumergidos en la bahía de Santa Marta (Mar Caribe colombiano). Se encuentran 
listadas en la Tabla 5 (Mora et al., 2010 sometido).  
 
Para el desarrollo de las pruebas del numeral 4.2., se utilizó caldo de tripticasa de soya 
marca Merck (CTS) 30 g por litro. 
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Tabla 5. Cepas de origen marino. Tomada de Mora et al., 2010 (sometido).  
 
Cepa Gram Similaridad (%) *1 Kimura 2-P distancia *2 
Especie más 
similar*3 Aislada 
31-C + 98.1- Oceanobacillus iheyensis 0.020  
Concha del bivalvo 
Donax sp. 
29-C - 95- Alteromona macleodii 0.050   Alteromona    macleodii 
Concha del bivalvo 
Donax sp. 
4-4 
DEP - 
99.2- Ochrobactrum 
pseudogringnonese 0.008  
Depresión inhalante de 
Aplysina lacunosa 
10-4 
DEP + 
96.5-Kokuria sp 
96.5-Kokuria rosea 
0.001 
0.036  
Depresión inhalante de 
Aplysina lacunosa 
6-8 PIN - 99.6-Vibrio campbellii 0.004  Pinacodermo  de Aplysina lacunosa 
12-
AINS-
6B 
- 95.1 -Schewanella algae 0.050 Schewanella sp. Superficie de Aplysina insulares 
16-
AINS-5 + 100- Bacillus megaterium 0.000  
Superficie de 
Aplysina insulares 
PHY-2 - 95.4- Vibrio harveyi 0.047 
Vibrio 
parahaemolyticus; 
V. proteolyticus;  
V. alginolyticus.
Phytagel 
PHY-11 - 97.7- Vibrio harveyi 0.023  Phytagel 
10-6 
DEP + Bacilus   
Depresión inhalante 
de Aplysina lacunosa 
*1 Divergencia estimada entre las secuencias, calculada con la distancia p: número de nucleótidos diferentes. 
*2 Estima la divergencia entre secuencias calculadas con el método Kimura dos parámetros  
*3 Especie más similar hallada en la base de datos EMBL y GeneBank. 
 
 
4.2. ENSAYO DE FORMACIÒN DE BIOFILM POR CEPAS DE REFERENCIA Y CEPAS 
MARINAS. 
 
4.2.1. ENSAYO SOBRE SUPERFICIES DE VIDRIO – PRUEBA SEMICUANTITATIVA 
Se adaptó la metodología descrita por Christensen 1985, para la determinación 
semicuantitativa sobre superficies de vidrio para formación de biofilm: 
 
Se realizó un cultivo overnight en CTS de las cepas de referencia a 37°C en agitación. De 
este cultivo se tomó un volumen de 50 µL previa agitación y se inóculo en tubos con CTS 
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(inóculo del 10%). Se incubó en las mismas condiciones hasta alcanzar un rango de 
absorbancia entre 0.1-0.2 D. O., para un ensayo y 0.2-0.3 D. O., para otro. Estos rangos 
de densidad óptica fueron tomados de acuerdo a lo descrito en la bibliografia. De este 
cultivo se tomaron 50 µL previa agitación y se inocularon en 5 ml de CTS durante 24, 48 y 
72 horas. Todos los ensayos se desarrollaron por triplicado. Una vez transcurrido el 
tiempo de incubación, se descartó el cultivo y se dejó boca abajo por 5 minutos; 
posteriormente se añadieron en el tubo 4.5 ml de cristal violeta al 1% durante 10 minutos, 
luego se descartó el contenido del tubo y se dejó escurrir boca abajo. Se considera que 
hubo formación de biofilm si se observa una película teñida en las paredes del tubo. En la 
Figura 5 se describe de forma gráfica el procedimiento sobre superficies de vidrio-prueba 
semicuantitativa para la formación de biofilm y en la Figura 6 se describe la escala de 
cuatro niveles: baja (+=1) débil (2+=2), moderada (3+=3) y fuerte (4+=4) establecida en 
este trabajo para la evaluación. Como control negativo se utilizó un tubo sin inocular 
(Stepanovic et al, 2000, Christensen et al., 1985; referenciado por Davenport et al., 1986; 
Kotilainen, 1990). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura 5. Metodología de formación de biofilm sobre superficies de vidrio-prueba semicuantitativa. 
 
Incubación 24,48 y72 h 
 
 
   
 
 
Cristal 
Violeta 1% 
CTS         
inóculo 
Cultivo O.N. 
Interpretación de la prueba de 
acuerdo a la escala de la Figura 6. 
* 
* 
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Figura 6. Evaluación de la prueba semicuantitativa: baja (+=1) débil (2+=2), moderada (3+=3) y 
fuerte (4+=4).  
 
4.2.2. ENSAYO SOBRE SUPERFICIES DE POLIETILENO– PRUEBA CUANTITATIVA 
Se usó la metodología descrita por O´Toole y Kolter en 1998 con algunas modificaciones 
para las determinaciones cuantitativas: 
 
Se realizó un cultivo overnight en CTS de las cepas de referencia a 37°C en agitación, de 
este cultivo se tomó un volumen de 50 µL y se inóculo en tubos con CTS (inóculo del 
10%). Se incubó en las mismas condiciones hasta alcanzar dos rangos de absorbancia el 
primero a (0.1-0.2 D. O.) y el segundo a (0.2-0.3 D. O.). Se desarrollaron las curvas de 
crecimiento de las cepas de referencia (Anexo 1), con el fin de establecer el tiempo 
aproximado para alcanzar la densidad óptica requerida. Para cada uno de los rangos de 
crecimiento se desarrolló un inóculo 1:100 en medio de cultivo fresco en la placa de 
micropozos (placa de poliestireno Microtest™ 96 3072 BD) con un volumen de 200 µL por 
cada pozo. De igual manera, se utilizaron 200 µL de cultivo sin diluir en cada uno de los 
rangos de densidad óptica establecidos para evaluar el efecto del inóculo en la formación 
del biofilm. A continuación se incubó durante 24 y 48 horas a 37ºC. Todos los ensayos se 
desarrollaron por triplicado. 
 
Trascurrido el tiempo de incubación, se tomó una medición inicial de la absorbancia del 
cultivo a 621 nm (MICROELISA SCANNER - Sensident Scan Marca Merck), luego se 
descartó el medio de cultivo del pozo y se invirtió la placa sobre papel absorbente, una 
vez retirado todo el líquido restante se lavó con agua destilada estéril de forma 
abundante. Este lavado se repitió dos veces sacudiendo de forma invertida 
1  2  3  4 
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enérgicamente con el fin de retirar las bacterias en estado planctónico que no forman 
parte del biofilm. Una vez se retiró todo el medio, se añadió Cristal violeta al 1% a cada 
pozo de la placa, durante 5 minutos y se descartó el colorante de forma invertida lavando 
con agua destilada estéril dos veces, de igual forma que en el paso anterior. 
 
Una vez retirado el colorante se midió la absorbancia de cada pozo a 621 nm contra un 
blanco de medio de cultivo sin inóculo. Luego se adicionaron 180 µl de alcohol acetona 
por pozo, durante 10 minutos, para disolver el colorante y medir la absorbancia de la 
solución. El cristal violeta es un tinte básico, que se une a moléculas con carga negativa 
en su superficie y a los polisacáridos en la matriz extracelular, por lo tanto, la absorbancia 
obtenida se estima proporcional a la biomasa del biofilm formado. En la Figura 7 se 
describe de forma gráfica este procedimiento. 
 
Se realizó un análisis de varianza y una prueba comparativa de Tukey para los ensayos 
que mostraron una distribución normal de los datos en el caso contrario, se desarrolló la 
prueba no paramétrica de Kruskall Wallis (Montgomery, 2006). 
 
Figura 7. Metodología en superficie de polietileno en placa de formación de biofilm. 
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4.3 AJUSTES A LA METODOLOGÍA PARA LAS CEPAS DE ORIGEN MARINO 
 
Se utilizó la misma metodología descrita en el numeral 4.2.2., con algunas modificaciones 
que se justifican dados los requerimientos particulares de las cepas de origen marino que 
se cultivan en MM. El inóculo correspondiente se realizó en el mismo medio y la 
temperatura óptima de incubación fue 25ºC. En esta prueba se utilizaron como control 
positivo los microorganismos seleccionados durante la estandarización de la prueba 
cualitativa y como control negativo medio de cultivo sin inocular. 
 
4.4. EVALUACIÓN DE LA CAPACIDAD ANTIFOULING SOBRE BIOFILM DE CNM.  
 
4.4.1. COMPUESTOS DE ORIGEN NATURAL 
Los compuestos utilizados en este trabajo fueron extraídos, purificados y caracterizados 
por el grupo EAPNMFC, quienes con autorización explícita los suministraron bajo un 
acuerdo de confidencialidad y forman parte de diferentes proyectos, los cuales 
actualmente se encuentran en desarrollo y cuyos derechos se encuentran reservados. 
Los compuestos se listan en la Tabla 6. 
 
Tabla 6. Compuestos de Origen Natural (Tello et al., 2009) 
No Nombre del compuesto  
1 SP3F106- Diolmonoeter de glicerol 
2 Gemacreno D 
3 Fuscosido E Acetilado 
4 Fuscocido B 
5 Esteroles 
6 SP31094- Ceramida- Octadecanodendihidroxil-hexadecamida 
7 SP3712- 9-Octodecenoato d-dihexadecenoloxipropen 2-ilo  
8 SP343- cera-9- Octodecanoato docta decenoilo 
9 Knightol 
10 knightol acetate 
11 Knightal 
12 Asperdiol  
13 Asperdiol acetate 
14 (-)-(1R, 2S, 7R, 8R, 3E, 11E)-8-chloro-2,18-diacetoxycembra-3,11,15(17)-trien-7-ol. 
15 (-)-(1R, 2S, 7R, 3E, 8E, 11E)-2,18-diacetoxycembra-3,8,11,15(17)-tetraen-7-ol. 
16 (-)-(1R, 2S, 7R, 3E, 8Z, 11E)-2,18- diacetoxycembra-3,8,11,15(17)-tetraen-7-ol. 
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4.4.2  METODOLOGÍA DE DIFUSIÓN EN DISCO POR MÉTODO DE KIRBY BAUER. 
Se utilizó el método de Kirby Bauer para establecer la concentración que debía usarse de 
los compuestos de origen natural en la metodología cuantitativa. Se realizó un cultivo 
overnight en agitación (200 rpm) de dos de las cepas de referencia en CTS y de dos 
cepas marinas en MM a 37°C y 25°C respectivamente, de este cultivo se hizo un inoculó 
del 10% en medio líquido CTS o MM, incubándose bajo las mismas condiciones hasta 
alcanzar un crecimiento en un rango entre 0.7 - 0.8 de densidad óptica. 50 µl del cultivo se 
dispersaron mediante un asa de Drigalski, en una placa de LB sólido sobre la cual se 
colocaron discos de papel filtro (5 mm) impregnados con diferentes alícuotas de los 
primeros 8 CNM (En adelante Compuestos Naturales Marinos) de la Tabla 6 (3 µg/disco, 
7.5 µg/disco, 15 µg/disco y 30 µg/disco). Se incubaron las cajas a 37ºC o 25ºC según la 
cepa y se midió el halo de inhibición de crecimiento de los compuestos incluyendo el área 
del disco a las 24 y 48 horas de incubación. Cada ensayo se desarrolló por triplicado y se 
utilizó como control negativo el disco sin la adición de ningún compuesto. La 
concentración que se utilizo en la placa de micropozos se calculo tomando en cuenta el 
área del disco y el área del pozo la cual para una concentración en disco de 30 µg 
equivale aproximadamente a 100 µl en pozo.  
 
4.4.3. EVALUACIÓN DE LA ACTIVIDAD INHIBIDORA DEL BIOFILM DE COMPUESTOS 
DE ORIGEN NATURAL (BIOENSAYO)  
De la metodología descrita en el numeral 4.3 se seleccionaron las cepas marinas que 
sobresalían por su nivel de formación de biofilm y se enfrentaron a dos concentraciones 
de CNM (100 µg por pozo y de 5 µg por pozo) que fueron establecidas mediante la 
metodología del numeral 4.4.2. Como control positivo se utilizó la cepa sin la adición de 
ningún compuesto y como control negativo el medio de cultivo sin inocular. 
 
Los parámetros establecidos en el numeral 4.2.2., permiten la cuantificación del biofilm y 
la biomasa adherida a las paredes de los pozos de la placa pero no permiten discriminar 
células vivas y muertas, por lo que se realizó una prueba de viabilidad bacteriana 
posterior al contacto con cada CNM. La viabilidad bacteriana se determinó mediante 
resiembra de 10 µl del sobrenadante del cultivo en medio sólido LB, de cada uno de los 
pozos de la placa. Estos resultados se relacionaron con la absorbancia medida antes de 
descartar el medio de cultivo líquido, teniendo en cuenta que la disminución de la 
absorbancia obtenida con respecto al control puede ser causada por el efecto del 
compuesto sobre el crecimiento microbiano. 
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4.4.4.  ANÁLISIS DE LA EFECTIVIDAD DE LOS COMPUESTOS DE ORIGEN NATURAL.  
Para expresar el efecto de los compuestos sobre la formación de biofilm de cada cepa no 
hay una unidad matemática estándar, por lo cual se planteó la siguiente relación 
matemática: 
 
     PF =   BFC x 100 %   
                     C 
     PI =    100 – PF 
 
Dónde: 
- C = Biofilm formado por la cepa pura sin la adición de compuestos. 
-  BFC= Resultado de biofilm formado en presencia del compuesto. 
-  PF = Porcentaje de formación. 
-  PI = Porcentaje de inhibición.  
 
El resultado se reportó en términos de porcentaje de inhibición, teniendo en cuenta que el 
objetivo del proyecto fue evaluar la capacidad de inhibir la formación de biofilm de 
compuestos de origen natural. 
 
Para los resultados de las pruebas de viabilidad se reportaron como porcentajes utilizando 
la misma relación. 
 
Para el análisis del efecto de los compuestos sobre cada cepa los resultados se dividieron 
en dos grupos de acuerdo a su porcentaje de inhibición. En el primero se asignaron los 
compuestos que causaron una inhibición superior al 50% y en el segundo grupo aquellos 
compuestos cuyo porcentaje de inhibición se encontró entre el 25-50%. Con el fin de 
determinar diferencias significativas del efecto de los compuestos se realizó un análisis de 
varianza y una prueba de comparación de medias de Tukey (Montgomery, 2006). 
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Figura 8. Flujograma metodológico 
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5. RESULTADOS Y DISCUSIÓN 
 
5.1 VALORACIÓN Y CUANTIFICACIÓN DEL DESARROLLO DE BIOFILM EN CEPAS 
DE REFERENCIA. 
 
Esta metodología se desarrolló con el fin de establecer las características de formación de 
biofilm sobre superficies de vidrio (prueba semicuantitativa) para las cepas de referencia y 
para determinar qué parámetros fueron relevantes para optimizar la metodología. Una vez 
realizado el ensayo sobre superficies de vidrio, se desarrolló el ensayo en placas de 
polietileno-prueba cuantitativa. 
5.1.1 CEPAS DE REFERENCIA- PRUEBA SEMICUANTITATIVA 
Se utilizaron cepas seleccionadas en el capítulo 4 según la versatilidad que tienen para 
formar biofilm en las condiciones del ensayo.  
En esta tabla 7 se reportan los resultados obtenidos de la prueba semicuantitativa, que 
corresponden a la cantidad de biofilm formado en las paredes del tubo, según la escala 
descrita en la Figura 6.  
Tabla 7. Cantidad de biofilm formado en la prueba semicuantitativa.  
Tiempo de 
incubación, Inoculo 
/ Cepas 
24h 
0.1 D.O. 
24 h 
0.2 D.O 
48 h 
0.1 D.O. 
48 h 
0.2 D.O. 
72 h 
0.1D.O. 
72 h 
0.2D.O. 
S. aureus 
2-2-2 2-2-1 2-2-2 4-3-3 1-2-2 2-1-2 
2-2-2 1-2-2 2-2-1 3-3-4 1-2-1 1-1-1 
S. epidermidis 
1-1-1 4-4-4 2-2-2 3-3-3 1-1-1 3-3-4 
1-1-1 4-4-3 2-3-2 3-3-3 1-1-1 3-3-3 
K. pneumoniae 
1-1-1 1-2-1 2-1-1 3-3-2 1-2-1 3-1-3 
1-1-1 1-1-2 2-2-1 2-3-2 1-1-2 3-2-2 
P. aeruginosa 
2-2-3 3-4-3 4-4-4 4-4-3 3-4-3 3-3-3 
3-4-3 3-4-4 3-2-3 4-3-4 3-4-3 4-4-4 
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Con esta metodología, se observó una mayor formación de biofilm a las cuarenta y ocho 
horas para las cepas S. aureus y K. pneumoniae. Las cepas de S. epidermidis y P. 
aeruginosa mostraron un nivel levemente superior a las setenta y dos horas. Se vió una 
tendencia a producir más biofilm cuando se inoculó el cultivo en un rango de absorbancia 
entre (0.2-0.3) en la mayoría de los ensayos. 
Bajo las condiciones del ensayo sobre superficies de vidrio (prueba semicuantitativa) se 
pudo comprobar que cada una de las cepas aun bajo el mismo tratamiento (densidad 
óptica del cultivo, tiempo de incubación) tuvo, como era de esperarse dadas las 
diferencias biologías naturales de cada una, un nivel de formación de biofilm particular. 
Sin embargo, en la mayoría de los ensayos, a las cuarenta y ocho horas de incubación, se 
observó mayor nivel de formación de biofilm. Además, se observó la dinámica cíclica del 
fenómeno de formación y desprendimiento (reducción de biomasa) en el último periodo de 
incubación, a las setenta y dos horas. Este mecanismo ha sido descrito y la explicación de 
la reducción de biomasa en el biofilm no ha sido del todo dilucidada (Stewart et al., 2004). 
Llegar este punto de crecimiento era fundamental para establecer el momento en el que 
se debían hacer las medidas de la formación de biofilm. Una vez la fase de 
desprendimiento empieza no tendría sentido medir inhibición de la formación porque no 
sabríamos si el efecto es debido al compuesto o al ciclo natural de la biopelícula. 
La tendencia a producir más biofilm cuando se inoculó el cultivo en un rango de 
absorbancia entre 0.2-0.3 se podría explicar teniendo en cuenta la mayor concentración 
celular; pero si bien hay una mayor concentración de bacterias, no necesariamente se 
dará una mayor formación de biofilm. Esto se debe a todos los factores que pueden influir 
en su mecanismo de formación, desde la adhesión hasta la maduración del mismo 
(Donlan, 2002; Wimpenny et al., 2000).  
En esta prueba, P. aeruginosa mostró la mayor formación de biofilm en todos los ensayos; 
esto nos permitió seleccionar esta cepa como microorganismo de referencia para esta 
metodología. Es importante mencionar que la capacidad de formación de biofilm sobre 
diversas superficies esta ampliamente documentada para esta especie (Parsek et al., 
2006). 
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Los resultados obtenidos permitieron reconocer el tiempo de incubación apropiado que 
corresponde al momento previo al desprendimiento del biofilm. Del análisis comparativo 
entre los microorganismos probados decidimos escoger para la prueba cuantitativa 
grupos de cepas Gram positivas y Gram negativas con base en las cinéticas de 
crecimiento (Anexo 1). En el caso de las cepas marinas el tiempo de crecimiento es una 
de las variables más relevantes porque la fase de adaptación es notoriamente larga como 
se puede observar en el anexo 2 (Kampfer et al., 2007). Se seleccionaron como variables 
el tiempo de incubación y la densidad óptica del inóculo y se incluyó además el uso de 
diferentes proporciones del mismo en la determinación sobre superficies de polietileno 
(placa de micropozos). 
5.1.2. PRUEBA EN PLACA DE POLIETILENO PARA CEPAS GRAM POSITIVAS 
Se realizaron medidas de la formación de biofilm en placas de polietileno, para dos cepas 
Gram positivas: S. aureus y S. epidermidis. 
 
Figura 9. Ensayo Cuantitativo de S. aureus. h= Horas de Incubación; SD= Siembra directa del 
cultivo puro; IMF= Inóculo 1:100 en medio de cultivo fresco; * = Densidad óptica del inóculo (0.1-0.2 
D. O.); **= Densidad óptica del inóculo (0.2-0.3 D. O.). En la gráfica se puede observar mayor 
producción de biofilm a las cuarenta y ocho horas de incubación, el nivel de formación incrementó 
en todos los tratamientos al utilizar medio de cultivo fresco en el inóculo. Las barras representan la 
desviación estándar de cada tratamiento. 
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En la gráfica 9 se puede observar que hay mayor formación de biofilm a las cuarenta y 
ocho horas de incubación, lo cual es consistente con lo observado en la prueba 
semicuantitativa. Este parámetro es relevante porque permite establecer el momento en el 
que se da la maduración previa al desprendimiento, lo cual es determinante para la 
evaluación de compuestos que inhiban la formación de biofilm en etapas anteriores a su 
desprendimiento natural. Otro factor importante que debe ser tomado en cuenta, es 
inocular medio de cultivo fresco ya que las células disponían de un mayor número de 
nutrientes (Wimpenny et al., 2000; Donlan, 2002). 
En el ensayo en placas de polietileno, se evaluó el tiempo de incubación, la densidad 
óptica del inóculo y la proporción de inóculo, con el fin de validar las diferencias entre 
estos parámetros y determinar la combinación de variables que favorecen la formación de 
biofilm. Con este fin se realizó un análisis de varianza que justifica que los tratamientos 
tienen una influencia significativa en la formación de biofilm, con un error p < 0.05 y un 
nivel de significancia del  95%, también se realizó una prueba de comparación de medias 
de Tukey que permitió establecer la combinación de variables que favorecían la formación 
de biofilm (Anexo 6) (Montgomery, 2006). 
En conclusión, se recomienda que para la cepa S. aureus, se utilice un inóculo (D.O. 0.2-
0.3) en medio fresco, para el montaje de la placa y un tiempo de incubación de cuarenta y 
ocho horas. 
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Figura 10. Ensayo Cuantitativo de S. epidermidis. h= Horas de Incubación; S.D.= Siembra directa 
del cultivo puro; IMF= Inóculo 1:100 en medio de cultivo fresco; * = Densidad óptica del inóculo 
(0.1-0.2 D. O.); **= Densidad óptica del inóculo (0.2-0.3 D. O.). En la gráfica se puede observar la 
tendencia a producir más biofilm a las cuarenta y ocho horas de incubación, se observa que el uso 
de medio de cultivo fresco incrementa el nivel de producción a lo largo de todos los ensayos. Las 
barras representan la desviación estándar de cada tratamiento. 
Los resultados obtenidos para la cepa S. epidermidis mostraron niveles de formación de 
biofilm más bajos que los de S. aureus. Se observó una mayor formación de biofilm a las 
cuarenta y ocho horas de incubación al inocular en medio fresco. Para este ensayo el 
rango de densidad óptica inicial no causó un efecto sobre la formación de biofilm a lo 
largo de los tratamientos desarrollados. 
Los resultados de este ensayo validaron las diferencias entre los parámetros tiempo de 
incubación, densidad óptica del inóculo y proporción de inóculo, mediante un test de 
Kruskall Wallis con un nivel de confianza de 95% y un error p < 0.05, para determinar la 
combinación de variables que favorecen la formación de biofilm (Montgomery, 2006). 
Para S. epidermidis, se recomienda utilizar un inóculo en un rango de densidad óptica de 
0.1-0.2 y en medio fresco 1:100, por un tiempo de incubación de cuarenta y ocho horas.  
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Al observar comparativamente el nivel de formación de biofilm de las dos cepas descritas 
con anterioridad, los resultados muestran que S. aureus alcanza un mayor nivel de 
formación bajo las condiciones descritas que S. epidermidis, por lo cual se seleccionó 
dicha cepa como control dentro de las cepas Gram positivas. 
5.1.3. PRUEBAS EN PLACA DE POLIETILENO PARA CEPAS GRAM NEGATIVAS. 
Los ensayos cuantitativos se aplicaron a dos cepas Gram negativas: K. pneumoniae y P. 
aeruginosa. Como se dijo anteriormente, estas cepas se escogieron por su reconocida 
habilidad de desarrollar biofilm (Parsek et al., 2006). 
0,00
0,05
0,10
0,15
0,20
0,25
0,30
0,35
0,40
0,45
24 SD* 24 IMF* 24 SD** 24 IMF** 48 SD* 48 IMF* 48 SD** 48 IMF**
Ab
so
rb
an
ci
a 
a 
62
1 
m
n
Formación de Biofilm K. pneumoniae
Tiempo (h)
 
Figura 11. Ensayo Cuantitativo de K. pneumoniae. h= Horas de Incubación; SD = Siembra directa 
del cultivo puro; IMF= Inóculo 1:100 en medio de cultivo fresco; * = Densidad óptica del inóculo 
(0.1-0.2 D. O.); **= Densidad óptica del inóculo (0.2-0.3 D. O.). En la gráfica se puede observar 
cómo se da una mayor producción de biofilm a las cuarenta y ocho horas de incubación cuando se 
utiliza la siembra directa del cultivo puro. Las barras representan la desviación estándar de cada 
tratamiento. 
Los resultados obtenidos para la cepa de K. pneumoniae, tal como se describió en la 
gráfica anterior, reflejan una mayor formación de biofilm a las cuarenta y ocho horas de 
incubación, lo cual fue consistente con lo observado en los ensayos anteriores para las 
demás cepas. Sin embargo, el rango de densidad óptica del inóculo no mostró un 
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resultado consistente a lo largo de los ensayos desarrollados, al igual que la necesidad de 
medio de cultivo fresco para promover la formación de biofilm. 
La producción de biofilm de esta cepa presentó una alta variabilidad a lo largo de los 
ensayos, por lo cual la identificación del efecto de los compuestos de origen natural puede 
darse como un fenómeno relacionado con la metodología utilizada que no se pueda 
controlar. Por esta razón, no se recomienda como cepa control. 
La validación estadística de los resultados, con el fin de establecer si se presentan 
diferencias significativas por efecto de los tratamientos como tiempo de incubación, 
densidad óptica del inóculo y proporción del mismo, se llevó a cabo mediante un test de 
Kruskall Wallis, con un nivel de confianza de 95% y un error p < 0.05 (Montgomery, 2006). 
 
Figura 12. Ensayo Cuantitativo de P. aeruginosa. h= Horas de Incubación; SD= Siembra directa de 
cultivo puro; IMF= Inóculo 1:100 en medio de cultivo fresco; * = Densidad óptica del inóculo (0.1-0.2 
D. O.); **= Densidad óptica del inóculo (0.2-0.3 D. O.). Se observa una mayor producción de biofilm 
a las cuarenta y ocho horas de incubación con la siembra del cultivo sin diluir. Se grafica la media 
de las réplicas de cada tratamiento y las barras representan la desviación estándar. 
Como se observa en la gráfica, los resultados obtenidos para P. aeruginosa mostraron 
altos niveles de formación de biofilm, esto confirma lo observado en el ensayo cualitativo. 
El tiempo de incubación a las cuarenta y ocho horas mostró mejores resultados y se 
Tiempo (h)
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puede observar que este microorganismo no requiere medio de cultivo fresco para 
generar una mayor formación de biofilm. El crecimiento a las 24 horas de incubación es 
inferior, lo cual se explica posiblemente porque el biofilm no ha alcanzado su punto 
máximo de maduración. El rango de densidad óptica del inóculo no muestra causar un 
incremento a lo largo de los tratamientos desarrollados. 
El nivel de formación de biofilm de P. aeruginosa es mayor que el observado para las 
demás cepas de referencia probadas; además, sus resultados son consistentes a través 
de todos los ensayos. Con el fin de validar estadísticamente la combinación de variables 
tiempo de incubación, rango de densidad óptica del inóculo y cantidad de inóculo en la 
que se presentó una mayor formación de biofilm, se realizó un ANOVA con el que se 
demostró que los tratamientos tienen una influencia significativa en la formación de 
biofilm, con un error p valor < 0.05 y un nivel de significancia del 95%, también se realizó 
una prueba de comparación de medias de Tukey (Anexo 6). De acuerdo con el análisis de 
los resultados se pudo determinar que esta cepa es un control apropiado para la 
comprobación frente a las cepas de origen marino (Montgomery, 2006; Parsek, 2006). 
P. aeruginosa dispone de características genotípicas que favorecen la formación de 
biofilm, lo cual ha sido documentado ampliamente (Parsek and Greenberg, 2005). El 
impacto de este microorganismo en procesos infecciosos y como parte del biofouling 
marino lo ha propuesto como modelo en diversos estudios sobre la dinámica del biofilm 
(López et al., 2010). Tomando esto en consideración y los resultados de esta cepa en la 
metodología descrita, se propuso como cepa control frente a la evaluación de las cepas 
de origen marino. 
Analizando los resultados obtenidos de la prueba cuantitativa de formación de biofilm, se 
logró establecer que el tiempo apropiado de incubación es de cuarenta y ocho horas, que 
es el punto en el que se da la maduración del mismo y no se ha dado inicio al proceso de 
desprendimiento. Además, se observó cómo el rango de densidad óptica del inóculo no 
constituyó un factor determinante en la producción de biofilm; sin embargo, en el caso de 
las cepas Gram positivas ensayadas el inóculo en medio fresco fue favorable. 
Teniendo en cuenta que se pretendía establecer los parámetros favorables para la 
producción de biopelículas mediante la metodología descrita, de cepas marinas de las 
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cuales se desconoce su capacidad para formar biofilm y dentro de las cuales se 
encuentran diversas especies tanto Gram positivas y Gram negativas, se decidió 
desarrollar el ensayo con la siembra directa de cultivo puro y con el inóculo en medio 
fresco, en un tiempo de incubación de cuarenta y ocho horas. Tomando en consideración 
que, el rango de densidad óptica del inóculo no fue una variable determinante para 
favorecer la formación de biofilm, y el hecho de que las cepas de origen marino presentan 
cinéticas de crecimiento muy prolongadas, como se puede observar en el Anexo 6, se 
definió utilizar el rango de densidad óptica más bajo. 
En los ensayos iniciales de adhesión sobre superficies de polietileno (prueba cuantitativa), 
se desarrolló un análisis de crecimiento, incluyendo todo un ciclo de formación de biofilm, 
tomando mediciones a las 24, 48 y 72 horas de incubación, como se observa en la Figura 
13. Este ensayo permitió evidenciar el comportamiento cíclico natural, de formación-
desprendimiento del biofilm lo que justifica la necesidad de establecer el tiempo de 
incubación apropiado y así determinar el momento en que se da la formación previa al 
desprendimiento. Esta determinación permitió acortar las mediciones a las 24 y 48 horas y 
también establecer el momento adecuado para la comprobación frente a los compuestos 
de origen natural, evitando así que se dé una interpretación errónea del comportamiento 
de las cepas. 
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Figura 13. Desarrollo del biofilm de S. aureus prueba inicial h= Horas de Incubación; SD = Siembra 
directa de cultivo puro; IMF= Inóculo 1:100 en medio de cultivo fresco. Se observa el 
comportamiento cíclico de formación y desprendimiento del biofilm a lo largo de un periodo de 
incubación. Las barras representan la desviación estándar de cada tratamiento. 
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5.2  PRUEBA CUANTITATIVA EN PLACA DE POLIETILENO PARA CEPAS DE ORIGEN 
MARINO 
 
Debido a las condiciones particulares de crecimiento de las cepas de origen marino, las 
cuales difieren de las cepas de referencia particularmente en la temperatura óptima de 
crecimiento, se desarrolló una prueba inicial de las cepas control seleccionadas a 25ºC 
para poder establecer si esto afecta el nivel de formación de biofilm (Mora et al., 2010 
sometido).  
Este ensayo permitió determinar que el nivel de formación de biofilm de S. aureus se ve 
afectado por la temperatura de incubación, a diferencia de lo observado en P. aeruginosa, 
que incluso presentó niveles superiores de formación a 25°C, por lo cual se selecciona la 
cepa Gram negativa como control frente a las cepas de origen marino. Estos resultados 
se observan en la figura 14. 
 
Figura 14. Ensayos comparativos de formación de biofilm a diferentes temperaturas. SD = Siembra 
directa de cultivo puro; IMF= Inóculo 1:100 en medio de cultivo fresco las placas se incubaron 
durante 48 horas. Se observa en color rosado la formación de biofilm de las cepas a 25ºC y en 
color fucsia a 37ºC. Se grafica la media de las réplicas de cada tratamiento y las barras 
representan la desviación estándar de cada tratamiento. 
Una vez establecida la cepa control, se realizó el ensayo en las cepas de origen marino. 
En las Figuras 15 y 16 se presentan los resultados obtenidos para las cepas de origen 
marino y la cepa control. 
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Figura 15. Ensayos comparativos de formación de biofilm de cepas de origen marino, siembra 
directa de cultivo puro. En el eje horizontal se listan las cepas probadas que se listan en la tabla 5 
el control positivo c (+) corresponde a P. aeruginosa. Se observa que hay un mayor nivel de 
formación de biofilm de cuatro de las cepas de origen marino (PHY11, PHY2A, 44 DEP y 29C). Se 
grafica la media de las réplicas de cada cepa y las barras representan la desviación estándar de 
cada tratamiento.  
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Figura 16. Ensayos comparativos de formación de biofilm de cepas marinas con inóculo en medio 
fresco. En el eje horizontal se listan las cepas probadas que se listan en la tabla 5 el control 
positivo c(+) corresponde a P. aeruginosa. Se observa que hay un mayor nivel de formación de 
biofilm de cuatro de las cepas de origen marino (PHY11, PHY2A, 44 DEP y 29C). Se grafica la 
media de las réplicas de cada cepa y las barras representan la desviación estándar de cada 
tratamiento. 
Los resultados obtenidos frente a las cepas de origen marino, mostraron que Vibrio 
harveyi (PHY 2A y PHY-11) Ochrobactrum pseudogringnonese (44DEP) Alteromona 
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macleodii (29C) presentan mayor formación de biofilm frente a las demás cepas probadas 
y que su formación es independiente del cultivo en medio fresco. Esto permitió 
seleccionarlas para la evaluación de los compuestos de origen natural, tal como se 
enunció con anterioridad. Teniendo en cuenta que las cepas PHY 2A y PHY 11 
corresponden a la misma especie (Vibrio harveyi), solamente se escogió para el 
desarrollo de las pruebas la cepa PHY 2A (Mora et al., 2010). 
La capacidad de las cepas marinas de mostrar altos niveles de producción de biofilm 
guarda una estrecha relación con su papel dentro del ecosistema marino ya que pueden 
estar involucradas en el asentamiento de diversas especies de la microbiota nativa. Se ha 
reconocido ampliamente que el biofilm marino es fundamental como señal para el 
asentamiento de diversas larvas de invertebrados. Estas señales son particularmente 
importantes para el desarrollo de especies sésiles, que colonizan sustratos como parte 
fundamental de su desarrollo. Algunos ejemplos de este fenómeno se observan en 
esponjas y moluscos, entre otros (ver marco teórico, Hellio and Clare et al., 2004). 
Está relación entre el biofilm y el fouling ha sido reportada ampliamente (Callow and 
Callow, 2002) al igual que la estrecha relación con la distribución geográfica del mismo; 
por lo cual, la determinación de la efectividad de los compuestos naturales sobre la 
microbiota nativa que forma las biopelículas en superficies del mar Caribe, es una 
oportunidad única para proponer principios activos de recubrimientos antifouling en 
Colombia (Flemming, 2002; Callow and Callow, 2002). 
Los ensayos desarrollados hasta este punto permiten proponer esta metodología para 
posteriores investigaciones, que tengan como objeto estudiar propiedades de formación 
de biofilm de diversos microorganismos e igualmente determinar el efecto de diferentes 
sustancias en la formación de biofilm.  
5.3. ENSAYOS DE INHIBICIÓN DE LA FORMACIÓN DE BIOFILM UTILIZANDO 
COMPUESTOS DE ORIGEN NATURAL 
 
5.3.1. ENSAYO DE DIFUSIÓN EN DISCO DE KIRBY BAUER 
Teniendo en cuenta el propósito de medir el efecto de los compuestos de origen natural 
sobre el biofilm fue necesario determinar inicialmente la concentración a la cual los 
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compuestos pudieran tener actividad bactericida. Para lo cual se desarrolló una prueba de 
difusión con discos de papel filtro sobre una placa de agar. El ensayo se realizó con 
cuatro cepas: dos cepas de referencia y dos cepas de origen marino: S. aureus, K. 
pneumoniae, Vibrio harveyi (Phy 2A) y Alteromona macleodii (29C) tal como se describió 
en el numeral 4.4.2. En la Figura 17 se observa una fotografía del ensayo realizado para 
Vibrio harveyi con el compuesto 1, a diferentes concentraciones. La ausencia de halo de 
inhibición por efecto del compuesto es evidente en cada caso. 
 
Figura 17. Ensayo de difusión en disco para la cepa PHY2A, frente a compuestos de origen natural 
en donde C1 corresponde al compuesto y el segundo número corresponde a la concentración (1: 3 
µg/disco, 2: 7.5 µg/disco, 3: 15 µg/disco y 4: 30 µg/disco). No se observa halo de inhibición en 
ninguna de las concentraciones.  
Con los resultados obtenidos, se pudo comprobar  que a una concentración de 30 
µg/disco, que corresponde a la mayor cantidad de compuesto utilizada, las cepas 
probadas no mostraron un halo de inhibición de crecimiento a un nivel al menos 
moderado, como se puede observar en la Tabla 8 y en la Figura 17, lo cual permitió 
establecer que a esta concentración no hay a un efecto bactericida de los compuestos 
sobre las cepas. Al desarrollar las pruebas sobre la formación de biofilm a esta 
concentración, se disminuye la posibilidad de que se interpreten erróneamente los 
resultados. Esta concentración en disco corresponde a 100 µg en pozo como se explica 
en el numeral 4.4.2. 
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Tabla 8. Ensayo de difusión en disco de agar de compuestos naturales de origen marino, frente a cepas bacterianas  
CNM 
           
        Cepas 
C1- Diolmonoeter de glicerol C2-Gemacreno D. C3- Fuscocido diacetilo C4- Fuscocido B 
D1 D2 D3 D4 D1 D2 D3 D4 D1 D2 D3 D4 D1 D2 D3 D4 
S. aureus (+) (+) (+) (+) (+) (+) (+) (+) (+) (+) (+) (+) (+) (+) (+) (+) 
K. pneumoniae (+) (+) (+) (+) (+) (+) (+) (+) (+) (+) (+) (+) (-) (-) (-) (-) 
Phy 2ª (+) (+) (+) (+) (+) (+) (+) (+) (+) (+) (+) (+) (+) (+) (+) (+) 
29 C (+) (+) (+) (+) (+) (+) (+) (+) (+) (+) (+) (+) (+) (+) (+) (+) 
 
CNM 
                  
                     Cepas 
C5- Fracción esterólica    
Eunicea Flexuosa 
C6- SP31094 Ceramida 
Octadecanodendihidroxil-
hexadecamida 
C7-SP3712 9-Octodecenoato d-
dihexadecenoloxipropen 2-ilo 
C8-SP343 cera-9- 
Octodecanoato docta decenoilo 
D1 D2 D3 D4 D1 D2 D3 D4 D1 D2 D3 D4 D1 D2 D3 D4 
S. aureus (-) (-) (+) (+) (+) (+) (+) (+) (-) (-) (-) (-) (+) (+) (+) (+) 
K. pneumoniae (+) (+) (+) (+) (+) (+) (+) (+) (+) (+) (+) (+) (+) (+) (+) (+) 
Phy 2A (+) (+) (+) (+) (+) (+) (+) (+) (+) (+) (+) (+) (-) (-) (-) (-) 
29 C (+) (+) (+) (+) (+) (+) (+) (+) (-) (-) (-) (-) (-) (-) (-) (-) 
* Actividad de los compuestos medida como halo de inhibición. (-)  No hay actividad; (+) Actividad baja 6-8 mm; (++) Actividad Moderada 8-10 mm; 
(+++) Actividad alta > 10 mm. D1: 3 µg/disco, D2: 7.5 µg/disco, D3: 15 µg/disco y D4: 30 µg/disco. 
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5.3.2. DETERMINACIÓN DE ACTIVIDAD INHIBITORIA DE FORMACIÓN DE BIOFILM 
DE COMPUESTOS DE ORIGEN MARINO. 
5.3.2.1. Ochrobactrum pseudogringnonese (44DEP)  
Ochrobactrum pseudogringnonese es un bacilo Gram negativo, no mótil, no formador de 
esporas, que tiene colonias color crema y presenta un crecimiento en medio sólido (MM) a 
las cuarenta y ocho horas de incubación (Kampfer et  al.,2007).  
 
Figura 18. Compuestos con un porcentaje de inhibición entre el 25-50% (Grupo Dos), frente a la 
cepa Ochrobactrum pseudogringnonese. Las barras representan la desviación estándar de cada 
tratamiento. 
Como se había explicado anteriormente, los compuestos fueron divididos en dos grupos 
de acuerdo con su potencial de inhibición. Los resultados para la cepa O. 
pseudogringnonese se encuentran listados en la Tabla 9 (A y B) en el grupo 1, con un 
porcentaje de inhibición superior al 50% se encuentra únicamente el compuesto 1 en una 
concentración de 100 µg por pozo, en el grupo 2 se encuentra el compuesto C10 que 
mostró un porcentaje de inhibición del 44% con una concentración de 100 µg 
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Tabla 9. Porcentajes de inhibición de los compuestos frente a la cepa Ochrobactrum 
pseudogringnonese y su clasificación en los dos grupos.  
A. Grupo Uno (>50% Inhibición) 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Las diferencias en el efecto de los compuestos sobre la formación de biofilm de 
Ochrobactrum pseudogringnonese es significativa. Esto fue validado mediante un ANOVA 
(error p <0.05), con un nivel de significancia del 95% y una prueba de comparación de 
medias Test de Tukey, con un error  de 0.05, que se puede observar en el Anexo 6.  
La comprobación de la viabilidad bacteriana por resiembra en caja mostró que la cepa 
creció frente a todos los compuestos. La comprobación del efecto del compuesto sobre el 
crecimiento se presenta en la Figura 19. 
Compuesto Media del Porcentaje de inhibición (%) Concentración 
C1 61 100 µg por pozo 
      B. Grupo Dos (25-50 % Inhibición) 
Compuesto Media del Porcentaje de inhibición (%) Concentración 
C10 44 100 µg por pozo 
C9 39 100 µg por pozo 
C2 38 5 µg por pozo 
C13 34 100 µg por pozo 
C1 33 5 µg por pozo 
C2 32 100 µg por pozo 
C4 32 100 µg por pozo 
C3 29 100 µg por pozo 
C9 26 5 µg por pozo 
C4 26 5 µg por pozo 
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Figura 19. Compuestos que causan un efecto sobre el crecimiento en la placa de polietileno frente 
a la cepa Ochrobactrum pseudogringnonese. Las barras representan la desviación estándar de 
cada tratamiento. 
Al relacionar los resultados obtenidos en las pruebas de inhibición de formación de 
biofilm, se observó cómo cuatro de los compuestos también tienen efecto sobre el 
crecimiento microbiano, causando una disminución de la densidad óptica. Por lo cual, se 
deben plantear dos posibles escenarios que se describen a continuación. En primer lugar, 
se encuentran aquellos compuestos que producen un efecto sobre la formación de biofilm, 
sin un efecto sobre el crecimiento de las bacterias, como el caso de C9, C10 y C13, los 
cuales se postulan como promisorios como compuestos antifouling para esta cepa por 
cuanto evitan la maduración del biofilm sin matar a las bacterias. En segundo lugar, se 
presentan los compuestos que afectaron el crecimiento de las bacterias y no tuvieron 
efecto sobre las biopelículas, para este caso C8, C11 y C12, lo cual puede estar 
relacionado con el nivel de resistencia que adquieren las bacterias al interior del biofilm en 
contraste con las bacterias plantónicas expuestas, teniendo en cuenta que la producción 
de biomasa en términos de biofilm no se vio afectada (Proksch et al., 2010; Qin et al., 
2009). 
Un ejemplo que vale la pena mencionar fue el compuesto 4, que no presentó efecto 
bactericida pero si afecto el crecimiento de la bacteria según las determinaciones de 
densidad óptica realizada (Figura 20). 
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Figura 20. Prueba en placa frente a la cepa Ochrobactrum pseudogringnonese. En la foto esta el 
ensayo realizado con el compuesto C4, se puede observar cómo no produce un efecto letal sobre 
el microorganismo. 
 
5.3.2.2. Alteromona macleodii (29C)  
Alteromona macleodii es una bacteria nativa del medio marino, es un bacilo Gram 
negativo mótil, aerobio y mesófilo. 
En la figura 21 se encuentran los compuestos con un porcentaje de inhibición superior al 
50% (Grupo 1). Los compuestos del nueve al once muestran una alta efectividad en 
ambas concentraciones y les siguen los compuestos doce y trece. En la figura 22 se 
grafica el porcentaje de inhibición de los compuestos 1 y del 12 – 16 que mostraron 
porcentajes de inhibición del 25-50%, a diferentes concentraciones (Grupo 2). En general 
se observa que dentro de los compuestos causantes de más del 50%, el compuesto que 
generó un mayor porcentaje de inhibición fue el C9 con el 68%, a una concentración de 
100 µg por pozo. En el Grupo Dos, fue el C12, con un 49% de inhibición. En la Tabla 10, a 
continuación, se encuentran listados los compuestos y sus concentraciones distribuidos 
en los dos grupos.  
Las diferencias en el efecto de los compuestos sobre la formación de biofilm de 
Alteromona macleodii son significativas. Esto fue validado mediante un ANOVA (p valor 
<0.05) con un nivel de significancia del 95% y una prueba de comparación de medias Test 
de Tukey, con un error alfa de 0.05, que se puede observar en el Anexo 6. 
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Figura 21. Compuestos con un porcentaje de inhibición superior al 50% (Grupo Uno) frente a 
Alteromona macleodii. Se observan compuestos con alta efectividad en ambas concentraciones. 
Las barras representan la desviación estándar de cada tratamiento. 
 
Figura 22. Compuestos con un porcentaje de inhibición entre el 25-50% (Grupo Dos) frente a 
Alteromona macleodii. Las barras representan la desviación estándar de cada tratamiento. 
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Tabla 10. Porcentajes de inhibición de los compuestos frente a la cepa Alteromona macleodii.  
 y su clasificación en los dos grupos.  
A. Grupo Uno (>50% Inhibición) 
Compuesto Media del Porcentaje de inhibición (%) Concentración 
C9 68 100 µg por pozo 
C12 61 5 µg por pozo 
C10 60 100 µg por pozo 
C13 58 100 µg por pozo 
C9 58 5 µg por pozo 
C11 54 5 µg por pozo 
C10 53 5 µg por pozo 
C11 50 100 µg por pozo 
 
B. Grupo Dos  (25-50 % Inhibición) 
Compuesto Media del Porcentaje de inhibición (%) Concentración 
C12 49 100 µg por pozo 
C16 47 100 µg por pozo 
C16 47 5 µg por pozo 
C13 43 5 µg por pozo 
C15 38 5 µg por pozo 
C15 37 100 µg por pozo 
C1 33 100 µg por pozo 
C14 32 5 µg por pozo 
 
En los ensayos de viabilidad microbiana en placa de agar se logró recuperar el 
microorganismo en la resiembra frente a todos los compuestos. Sin embargo, algunos 
mostraron un efecto sobre el crecimiento, que se evidencia como una disminución de la 
densidad óptica del medio, al compararlos con la cepa sin compuesto, lo cual puede 
indicar un efecto bacteriostático pero no bactericida. Los compuestos que causaron un 
efecto en el crecimiento se presentan en la Figura 23, a continuación.  
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Figura 23. Compuestos que causan un efecto de inhibición del crecimiento microbiano en la placa 
de polietileno, de la cepa Alteromona macleodii. Se observan los porcentajes de inhibición del 
crecimiento microbiano de los compuestos que causaron alguna disminución en la absorbancia 
frente a la cepa sin compuesto. Las barras representan la desviación estándar de cada tratamiento. 
Al analizar los resultados obtenidos en las pruebas de inhibición de formación de biofilm 
se observa cómo seis de los compuestos que afectan la biopelículas también tienen 
efecto sobre el crecimiento microbiano. Algunos compuestos afectan la formación de 
biofilm sin tener un efecto tóxico para este microorganismo, como C13, C14 y C16, los 
cuales se postulan como promisorios compuestos antifouling para esta cepa, por cuanto 
evitan la maduración del biofilm sin un efecto bactericida. Por otro lado, se encuentran 
aquellos compuestos que afectan el crecimiento, pero no tienen efecto sobre las 
biopelículas, como C2, C3, C4 y C7. Dentro de las pruebas de viabilidad se realizó la 
resiembra en placa de agar (Figura 24) (Proksch et al., 2010; Qin et al., 2009). 
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Figura 24. Prueba en placa frente a la cepa Alteromona macleodii del compuesto C12 que causó 
un efecto considerable en el crecimiento microbiano en cultivo líquido. En la fotografía se puede 
observar cómo no produce un efecto letal sobre el microorganismo. 
 
5.3.2.3. Vibrio harveyi  (PHY 2A). 
Vibrio harveyi es una bacteria Gram negativa, mótil, moderadamente halófila, de medios 
acuáticos y cuyo crecimiento óptimo se da entre 20-30ºC, comúnmente aislada de 
ambientes marinos tropicales. Reconocida por formar asociaciones con eucariotes y como 
flora intestinal de organismos marinos. Actúa como patógeno oportunista o como 
patógeno primario de muchas especies de invertebrados. Este fue uno de los primeros 
organismos en los cuales se describió la presencia de circuitos de quorum sensing (Austin 
and Zhang, 2006; Heidelberg et al., 2002). En la Figura 25 se grafican los compuestos 
desde el 1 al 5, y 7 que mostraron porcentajes de inhibición entre el 25 y 50% a diferentes 
concentraciones, se puede observar que la mayor inhibición la producen el compuesto 2 y 
el compuesto 4. 
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Figura 25. Compuestos con porcentaje de inhibición entre el 25-50% (Grupo Dos), frente a la cepa 
marina Vibrio harveyi. Compuestos con porcentajes de inhibición entre el 25 y 50% a diferentes 
concentraciones. Las barras representan la desviación estándar de cada tratamiento. 
En el grupo uno (>50% de inhibición) está el C1 con 64% a 100 µg por pozo. En el Grupo 
Dos (25-50% de inhibición) se ubica de primero C2 con un 49% a 5 µg por pozo. En la 
tabla 11, a continuación, se listan los compuestos en clasificados en sus respectivos 
grupos. 
El efecto de los compuestos sobre la formación de biofilm de Vibrio harveyi presentó 
diferencias significativas al validar los datos mediante un ANOVA (P valor <0.05), con un 
nivel de significancia del 95%. Así mismo se desarrolló una prueba de comparación de 
medias Test de Tukey (alfa de 0.05), que se puede observar en el Anexo 6.  
Tabla 11. Porcentajes de inhibición de los compuestos frente a la cepa Vibrio harveyi  
 y su clasificación en los dos grupos  
A. Grupo Uno (>50% Inhibición) 
Compuesto Media del Porcentaje de inhibición (%) Concentración 
C1 64 100 µg por pozo 
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B. Grupo Dos (25-50 % Inhibición) 
Compuesto Media del Porcentaje de inhibición (%) Concentración 
C2 49 5 µg por pozo 
C4 47 5 µg por pozo 
C5 45 5 µg por pozo 
C3 44 5 µg por pozo 
C1 38 5 µg por pozo 
C2 34 100 µg por pozo 
C3 33 100 µg por pozo 
C7 32 100 µg por pozo 
C5 29 100 µg por pozo 
 
En los ensayos de viabilidad microbiana en placas de agar, se logró recuperar la cepa en 
las resiembras frente a la mayoría de los compuestos. Con excepción del compuesto C4, 
que tuvo un efecto letal en esta cepa. En la Figura 26 se observan los dos compuestos 
que causaron inhibición sobre el crecimiento.  
 
Figura 26. Compuestos que causan inhibición del crecimiento microbiano frente a Vibrio harveyi en 
la placa de polietileno. Se observa un efecto sobre el crecimiento de la cepa del C10 y del 
compuesto C4. Las barras representan la desviación estándar de cada tratamiento. 
Al analizar los resultados obtenidos, tanto en las pruebas de inhibición de biofilm como en 
las de viabilidad bacteriana, se pudo determinar que el único compuesto probado, capaz 
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de alcanzar un nivel bactericida fue el C4 (Figura 27) lo cual fue consistente con el efecto 
sobre el crecimiento microbiano, que alcanzó un 45% de disminución del crecimiento. 
Algunos compuestos tienen efecto sobre la formación de biofilm sin afectar el crecimiento 
microbiano, tal es el caso de C1, C2, C3, C5 Y C7; los cuales se muestran  como 
promisorios compuestos antifouling para el propósito de este ensayo. Por otro lado, el 
compuesto C10 produjo disminución del crecimiento, sin afectar la formación de la 
biopelícula (Proksch et al., 2010; Qin et al., 2009). 
 
Figura 27. Prueba en placa frente a la cepa Vibrio harveyi, con el compuesto C4. Se muestra el 
efecto bactericida de este compuesto sobre esta cepa (A10) 
 
5.3.2.4. Cepas control (P. aeruginosa y S. aureus) 
Dentro de los ensayos desarrollados se realizaron mediciones a dos de las cepas control: 
una Gram negativa (P. aeruginosa) y una Gram positiva (S. aureus). Los resultados se 
presentan a continuación. 
Pseudomonas aeruginosa es un bacilo Gram negativo, mótil y patógeno oportunista en 
humanos, que cuenta con los mecanismos más completos para formar biofilm, el cual se 
estructura a sí mismo bajo una matriz de exopolisacárido, compuesto principalmente de 
alginato. Cuenta con un sistema de quorum sensing, cuyos mecanismos juegan un papel 
central en la regulación de la virulencia y contribuye a la maduración del biofilm. El biofilm 
producido por P. aeruginosa ha mostrado ser altamente resistente a tratamientos con 
antibióticos. Este microorganismo también ha sido relacionado como parte del fouling en 
algunos sistemas industriales y superficies en el medio natural (Parsek and Greenberg, 
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2005). La actividad de los compuestos del grupo 1 y del grupo 2 se muestra en las figuras 
28 y 29 respectivamente. El compuesto C13 en una concentración de 100 µg por pozo 
tuvo el mayor nivel de efectividad, alcanzando un 93% de inhibición. El compuesto 15 
mostró un nivel de inhibición del 100 % en todas las réplicas. Los compuestos 9 y 6, en 
una concentración de 5 µg por pozo, mostraron los niveles de efectividad más altos dentro 
del grupo 2. En la Tabla 12 se encuentran listados los compuestos en cada grupo según 
su actividad, en el grupo uno (>50% de inhibición) está el C15 con 100% a 100 µg por 
pozo y en el Grupo Dos (25-50% de inhibición) se ubica de primero C9 con un 47 % a 5 
µg por pozo. 
 
Figura 28. Compuestos con un porcentaje de inhibición mayor del 50% (Grupo Uno) frente a la 
cepa P. aeruginosa. Las barras representan la desviación estándar de cada tratamiento. 
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Figura 29. Compuestos con un porcentaje de inhibición entre el 25-50% (Grupo Dos) frente a la 
cepa P. aeruginosa. Las barras representan la desviación estándar de cada tratamiento. 
 
Tabla 12. Porcentajes de inhibición de los compuestos frente a la cepa P. aeruginosa.  
 y su clasificación en los dos grupos.  
A. Grupo Uno (>50% Inhibición) 
Compuesto Media del Porcentaje de inhibición (%) Concentración 
C15 100 100 µg/ pozo 
C14 98 100 µg/ pozo 
C16 95 100 µg/ pozo 
C13 94 100 µg/ pozo 
C12 76 100 µg/ pozo 
C3 66 100 µg/ pozo 
C5 65 100 µg/ pozo 
C14 64 5 µg/ pozo 
C6 63 100 / pozo 
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B. Grupo Dos (25-50 % Inhibición) 
Compuesto Media del Porcentaje de inhibición (%) Concentración 
C9 47 5 µg/ pozo 
C6 42 5 µg/ pozo 
C2 30 100 µg/ pozo 
C5 37 5 µg/ pozo 
C7 35 100 µg/ pozo 
C10 28 100 µg/ pozo 
 
Las diferencias en el efecto de los compuestos sobre la formación de biofilm de P. 
aeruginosa es significativa, lo cual fue validado mediante un ANOVA (p valor <0.005), con 
un nivel de significancia del 95% y una prueba de comparación de medias Test de Tukey, 
con un error alfa de 0.05, lo cual se puede observar en el Anexo 6. 
Los ensayos de viabilidad microbiana no mostraron un efecto bactericida, lo que se refleja 
en la recuperación del microorganismo en placas de agar. Sin embargo, hubo efecto 
sobre el crecimiento, lo que se refleja en una disminución de la densidad óptica del cultivo 
y que se presenta en la gráfica de la Figura 30, a continuación. 
 
Figura 30. Compuestos que causan un efecto sobre el crecimiento microbiano en la microplaca de 
polietileno, en la cepa P. aeruginosa. Las barras representan la desviación estándar de cada 
tratamiento. 
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Los resultados obtenidos en las pruebas de inhibición de formación de biofilm 
evidenciaron que nueve compuestos mostraron efecto sobre el crecimiento microbiano en 
las pruebas de viabilidad. Compuestos como C5, C7 y C15 tuvieron efecto sobre la 
formación de biofilm sin afectar el crecimiento y por lo tanto no fueron tóxicos sobre la 
cepa, lo cual es favorable para el objetivo de este proyecto. Por otro lado, se presentan 
los compuestos que afectaron el crecimiento del microorganismo sin causar efecto sobre 
las biopelículas, como C1, C4, C8 y C11, para los cuales los postulados que se presumen 
son los mismos descritos con anterioridad. La evidencia de que el efecto no fue 
bactericida se refleja al lograr recuperar la cepa en la resiembra en placa de agar. 
Staphylococcus aureus es la única cepa Gram positiva incluida en el ensayo este es un 
microorganismo altamente reconocido por su habilidad para formar biofilm, lo cual se ha 
relacionado con una alta producción de exopolisacárido y por su capacidad de adhesión a 
superficies sólidas (Stobberingh et al., 2009). Estas características le confieren una alta 
resistencia a los antibióticos y al ataque inmunológico. Es relevante aclarar que, bajo esta 
metodología, los niveles de formación de biofilm de S. aureus no fueron tan altos como el 
nivel de las demás cepas utilizadas. Como se ve en la Figura 31 La mayoría de los 
compuestos presentó un porcentaje de inhibición del 100%, con excepción de los 
compuestos C1, C3 y C8, los porcentajes de inhibición de cada uno se encuentran 
listados en la tabla13. 
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Figura 31. Compuestos con un porcentaje de Inhibición > 50% (Grupo Uno) frente a S. aureus. Las 
barras representan la desviación estándar de cada tratamiento. 
 
Tabla 13. Porcentajes de inhibición de los compuestos frente a la cepa  S. aureus.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Los ensayos de viabilidad microbiana no mostraron un efecto bactericida evidente, sin 
embargo, algunos compuestos causaron una disminución en la densidad óptica del 
cultivo. Los resultados se grafican en la Figura 32, a continuación. 
A. Grupo Uno (>50% Inhibición) 
Compuesto Media del Porcentaje de inhibición (%) Concentración 
C3 100 100 µg por pozo 
C9 100 5 y 100 µg por pozo 
C10  100 5 y 100 µg por pozo 
C11  100 5 y 100 µg por pozo 
C112 100 5 y 100 µg por pozo 
C13  100 5 y 100 µg por pozo 
C14  100 5 y 100 µg por pozo 
C15  100 5 y 100 µg por pozo 
C16  100 5 y 100 µg por pozo 
C1 85 100 µg por pozo 
C8 91 100 µg por pozo 
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Figura 32. Compuestos que causan un efecto de inhibición del crecimiento microbiano en la 
microplaca de polietileno, frente a la cepa S. aureus. 
Al analizar los resultados obtenidos en las pruebas de inhibición de formación de biofilm, 
se observa cómo la mayor parte de los compuestos que afectaron la formación también 
tuvieron efecto sobre el crecimiento microbiano. En este caso, únicamente el compuesto 
C3 produjo un efecto sobre la formación de biofilm, sin causar un efecto sobre el 
crecimiento bacteriano. Es importante resaltar que esta cepa es más susceptible que las 
cepas marinas al efecto de los compuestos. Sin embargo, el efecto parece ser 
bacteriostático ya que se pudo recuperar el microorganismo en las resiembras en placas 
de agar, como se observa en la Figura 33, a continuación. 
 
Figura 33. Prueba en placa frente a la cepa S. aureus del compuesto C10, que tuvo un efecto 
considerable en la formación de biofilm. Sin embargo, no produjo un efecto letal sobre el 
microorganismo. 
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Para la conclusión general es importante recordar que la formación del fouling esta 
sustentada inicialmente en el biofilm, la determinación del efecto sobre la maduración de 
los CNM que se realizó en este trabajo permitió y permitirá validar el potencial químico de 
muchos compuestos para ser postulados como compuestos antifouling efectivos (Proksch 
et al., 2010). Dentro del ensayo se desarrolló la comprobación de 16 CNM suministrados 
por el grupo EAPNMFC frente a tres cepas de origen marino y dos cepas de referencia las 
cuales sobresalen por su nivel de formación de biofilm. Los resultados se evaluaron 
agrupando los compuestos de acuerdo al porcentaje de inhibición de formación de biofilm, 
tomando en cada caso como el cien por ciento el nivel de formación de la cepa sin la 
adición de ningún compuesto. Se presentaron los resultados en dos grupos, el grupo uno 
en el cual se ubican los compuestos con un porcentaje de inhibición superior al 50% y en 
el grupo dos entre 25-50% con el fin de facilitar el análisis de los mismos.  
Los resultados obtenidos evidencian que los compuestos tienen diferentes niveles de 
efectividad según el microorganismo sobre el que se prueben. Sin embargo, algunos 
compuestos fueron efectivos para más de un microorganismo, a lo largo de las pruebas. 
El compuesto C1 mostró ser efectivo para cuatro cepas: Alteromonas macleodii, 
Ochrobactrum pseudogringnonese, Vibrio harveyi y S. aureus, con un porcentaje de 
inhibición mayor al 25% para la primera cepa y del 50% para las tres últimas.  
El compuesto C2 tuvo efecto sobre la biopelícula de tres microorganismos: Ochrobactrum 
pseudogringnonese, Vibrio harveyi y P. aeruginosa.  
El compuesto C3 afectó a Ochrobactrum pseudogringnonese, Vibrio harveyi con una 
efectividad entre el 25-50% y a S. aureus y P. aeruginosa  en un nivel superior al 50%. 
El compuesto C4 mostró también actividad frente a dos cepas con una efectividad 
superior al 25%: Ochrobactrum pseudogringnonese y Vibrio harveyi. 
Los compuestos C5 y C7 fueron efectivos frente a dos cepas: Vibrio harveyi y P. 
aeruginosa, en un porcentaje mayor al 25% para la primera cepa. Particularmente, el 
compuesto C5 tuvo un efecto superior al 50% en P. aeruginosa. 
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Los compuestos C9 y C10 mostraron ser efectivos sobre el biofilm de cuatro cepas: para 
Alteromonas macleodii y S. aureus, con un nivel superior al 50% y para Ochrobactrum 
pseudogringnonese y P. aeruginosa con un nivel entre el 25 - 50%. 
El compuesto C11 fue efectivo frente Alteromona macleodii y S. aureus con una 
efectividad mayor al 50%. 
El compuesto C12 fue eficiente en la inhibición de tres cepas: Alteromonas macleodii, P. 
aeruginosa y S. aureus, con un nivel entre el 25 - 50% para la primera y en un nivel 
superior al 50% para las restantes. 
Los compuestos C13 y C14 fueron efectivos contra tres cepas: para S. aureus, P. 
aeruginosa, con un nivel superior al 50% y para Alteromonas macleodii en un nivel del 25-
50%. El compuesto C13 fue efectivo, además, para Ochrobactrum pseudogringnonese en 
un nivel del 25 - 50%. Es importante resaltar aquí que este compuesto tiene un amplio 
espectro de actividad con efecto hacia bacterias Gram positivas y Gram negativas. 
Los compuestos C15 y C16 mostraron igualmente efectividad frente a Alteromona 
macleodii y S. aureus; para la primera cepa a un nivel superior al 25% de inhibición y para 
la segunda, un nivel mayor al 50%. Además, C15 también mostró efectividad frente a P. 
aeruginosa.  
Otros compuestos, sin embargo, sólo mostraron efectividad contra una cepa, como es el 
caso de los compuestos C8 y C6, en un nivel de inhibición superior al 50%, frente a S. 
aureus el segundo y el primero frente a P. aeruginosa. 
Los resultados obtenidos indican que cinco compuestos fueron efectivos sobre el biofilm 
de cuatro de los microorganismos probados tal como se resume en la Tabla 14. Cuatro 
compuestos fueron efectivos frente a tres microorganismos; cinco compuestos fueron 
efectivos frente a dos microorganismos y dos compuestos fueron efectivos frente a un 
solo microorganismo (Tabla 15).  
Si bien los porcentajes de inhibición de formación de biofilm fueron diferentes en cada 
caso, el ensayo permite establecer que estos compuestos se comportan como inhibidores 
del proceso de consolidación de la biopelícula lo cual es un indicio de su actividad 
antifouling frente al microfouling nativo de esta geografía. La identificación del potencial 
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microbiológico antifouling de estos compuestos se constituye en una herramienta 
promisoria para que sean propuestos como nuevos ingredientes activos en las 
preparaciones antifouling. 
Además, si bien las cepas fueron extraídas de las costas colombianas estos 
microorganismos han sido aislados en diferentes lugares un ejemplo de ello lo representa, 
Vibrio harveyi el cual se ha reportado como uno de las bacterias más abundantes en el 
océano alcanzando el 4% del total bacterias cultivables aisladas del medio acuático 
(Heidelberg et al,2002) por otra parte Ochrobactrum pseudogringnonese ha sido aislado 
en el océano al este de china y Alteromonas macleodii de igual manera en el 
mediterráneo por lo cual el uso de los compuestos no se limitaría al mar Caribe 
colombiano. 
 
 
 
 
67 
 
Tabla 14. Resultados comparativos del porcentaje de inhibición de formación de biofilm. Los compuestos que se enuncian sin efecto son aquéllos 
que mostraron un porcentaje de inhibición inferior al 25%.  
Cepas 
                
                     
                    Compuestos 
Ochrobactrum 
pseudogringnonese (44DEP) 
Alteromonas macleodii 
(29 C) 
Vibrio harveyi 
(PHY 2A) 
Pseudomonas 
aeruginosa 
Staphylococcus  
aureus 
Compuesto 1 – C1 >5O%  >25% >5O% Sin Efecto >5O% 
Compuesto 2 – C2 >25% Sin Efecto >25% >25% Sin Efecto 
Compuesto 3 – C3 >25% Sin Efecto >25% >5O% >5O% 
Compuesto 4 – C4 >25% Sin Efecto >25% Sin Efecto Sin Efecto 
Compuesto 5 – C5 Sin Efecto Sin Efecto >25% >5O% Sin Efecto 
Compuesto 6 – C6 Sin Efecto Sin Efecto Sin Efecto >5O% Sin Efecto 
Compuesto 7 – C7 Sin Efecto Sin Efecto >25% >25% Sin Efecto 
Compuesto 8 – C8 Sin Efecto Sin Efecto Sin Efecto Sin Efecto >50% 
Compuesto 9 – C9 >25% >50% Sin Efecto >25% >50% 
Compuesto 10 – C10 >50% >50% Sin Efecto >25% >50% 
Compuesto 11 – C11 Sin Efecto >50% Sin Efecto Sin Efecto >50% 
Compuesto 12 – C12 Sin Efecto >25% Sin Efecto >50% >50% 
Compuesto 13 – C13  >25% >50% Sin Efecto >50% >50% 
Compuesto 14 – C14 Sin Efecto >25% Sin Efecto >50% >50% 
Compuesto 15 – C15 Sin Efecto >25% Sin Efecto >50% >50% 
Compuesto 16 – C16 Sin Efecto >25% Sin Efecto Sin Efecto >50% 
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Tabla 15. CNM propuestos para preparaciones antifouling 
  Cepas 
                                
                                     
                Compuestos 
Ochrobactrum  
Pseudogringnonese (44DEP) 
Alteromonas macleodii 
(29 C) 
Vibrio harveyi 
(PHY 2A) 
Pseudomonas 
aeruginosa 
Staphylococcus  
aureus 
Compuesto 1 –C1 >5O% >25% >5O% Sin Efecto >5O% 
Compuesto 3- C3 >25% Sin Efecto >25% >5O% >5O% 
Compuesto 9-C9 >25% >50% Sin Efecto >25% >50% 
Compuesto 10-C10 >50% >50% Sin Efecto >25% >50% 
Compuestos 13-C13 >25% >50% Sin Efecto >50% >50% 
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6. CONCLUSIONES 
 
 El bioensayo establecido en este trabajo, con el propósito de evaluar la actividad 
de diferentes compuestos sobre la formación de biofilm, permite evaluar con 
confiabilidad diversas variables de formación de biofilm in vitro. Este bioensayo 
está estandarizado, utilizando cepas nativas del mar Caribe colombiano, lo cual 
era de interés primordial para la evaluación de la actividad biológica de los 
compuestos estudiados. Con las variables determinadas en este trabajo, es 
posible utilizar este ensayo con otras cepas para hacerlo flexible a diferentes 
intereses. 
 
 A pesar de las diferencias evidentes entre las especies de las cepas nativas se 
logró establecer el tiempo específico de incubación y varias estrategias para 
sincronizar el bioensayo, de tal manera que se pudiera evaluar la formación de 
biofilm de cepas nativas para su posterior uso como cepas estándar en un 
bioensayo. Es importante resaltar que aunque se evaluaron 10 cepas, no todas las 
cepas aisladas que estaban asociadas a la superficie de las esponjas fueron 
capaces de formar biopelículas en los materiales utilizados, en las condiciones del 
laboratorio. Las cepas seleccionadas fueron aquéllas que dieron resultados 
satisfactorios. 
 
 Los compuestos de origen natural fueron probados frente a tres de las cepas de 
origen marino y dos de las cepas de referencia. Entre los dieciséis compuestos 
probados es posible postular cinco de ellos como potenciales (efectivos) 
inhibidores de la formación de biofilm. Esto hace que a su vez, se puedan postular 
como potenciales compuestos antifouling con respecto al microfouling nativo de 
esta geografía. La identificación del potencial microbiológico antifouling de estos 
compuestos es una herramienta promisoria para que sean propuestos como 
nuevos ingredientes activos en las preparaciones antifouling, lo cual les da un 
valor comercial insuperable. 
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 El reconocimiento de estrategias metodológicas que permitan perfeccionar la 
microbiología tradicional para entender fenómenos biológicos, sin ignorar el 
ambiente en el que se encuentran los organismos, es una herramienta que 
permitirá incentivar el desarrollo de investigaciones a todos los niveles, aún 
cuando no se cuente con la disposición de tecnologías de punta y herramientas 
moleculares. 
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ANEXO 1 
CINÉTICA DE CRECIMIENTO CEPAS DE REFERENCIA 
Condiciones de las curvas de crecimiento de las cepas de referencia 
Longitud de onda para la curva de crecimiento: 600 nm 
Agitación para la curva de crecimiento: 200 rpm 
Medio de cultivo: CTS 
Tiempo de incubación pre inóculo: 12h 
Temperatura de incubación: 37ºC 
CURVA DE CRECIMIENTO S. aureus 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Tiempo 
en Horas Media Desviación  estándar 
0.5 0.066 0.054 
1 0.074 0.020 
2 0.120 0.040 
3 0.221 0.016 
4 0.400 0.016 
5 0.592 0.025 
6 0.817 0.041 
7 0.952 0.068 
8 1.021 0.038 
9 1.082 0.050 
10 1.103 0.028 
11 1.110 0.023  
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CURVA DE CRECIMIENTO S. epidermidis 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
CURVA DE CRECIMIENTO K. pneumoniae 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Tiempo en 
horas Media 
Desviación 
estándar 
0.5 0.032 0.011 
1 0.041 0.011 
2 0.046 0.019 
3 0.069 0.032 
4 0.139 0.058 
5 0.251 0.095 
6 0.374 0.074 
7 0.500 0.084 
8 0.637 0.093 
9 0.785 0.061 
10 0.874 0.042 
11 0.915 0.030 
 
Tiempo en 
horas Media 
Desviación 
estándar 
0.5 0.039 0.006 
1 0.100 0.003 
2 0.302 0.016 
3 0.558 0.012 
4 0.769 0.006 
5 0.875 0.003 
6 0.924 0.007 
7 0.932 0.002 
8 0.933 0.004 
9 0.931 0.014 
10 0.929 0.008 
11 0.936 0.004 
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CURVA DE CRECIMIENTO P. aeruginosa. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Tiempo 
en horas Media 
Desviación 
estándar 
0.5 0.027 0.010 
1 0.044 0.012 
2 0.048 0.007 
3 0.058 0.005 
4 0.068 0.007 
5 0.098 0.011 
6 0.144 0.026 
7 0.174 0.037 
8 0.247 0.035 
9 0.300 0.061 
10 0.385 0.067 
11 0.402 0.058 
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ANEXO 2 
CINÉTICA DE CRECIMIENTO CEPAS DE ORIGEN MARINO FORMADORAS DE 
BIOFILM 
CURVA DE CRECIMIENTO O. pseudogringnonese (44DEP) 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
            
Tiempo en 
Horas     Media 
Desviación  
estándar 
 
2 0.013 0.003 
4 0.008 0.005 
6 0.045 0.008 
8 0.130 0.013 
10 0.197 0.019 
12 0.343 0.015 
14 0.495 0.053 
16 0.525 0.056 
18 0.578 0.064 
20 0.610 0.054 
22 0.637 0.062 
24 0.664 0.032 
26 0.683 0.105 
28 0.699 0.121 
30 0.738 0.107 
32 0.728 0.131 
34 0.713 0.133 
36 0.733 0.144 
 
Condiciones de la curva de crecimiento 
Longitud de onda para la curva de crecimiento: 600 nm 
Agitación para la curva de crecimiento: 200 rpm 
Medio de cultivo: MM 
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CURVA DE CRECIMIENTO A. macleodii (29C) 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
  
 
 
 
 
Tiempo en 
Horas Media Desviación  estándar  
1 0.010 0.006 
2 0.012 0.009 
4 0.018 0.007 
6 0.011 0.006 
8 0.055 0.092 
10 0.098 0.133 
12 0.231 0.174 
14 0.359 0.146 
16 0.486 0.078 
18 0.498 0.111 
20 0.507 0.106 
22 0.514 0.102 
24 0.549 0.128 
26 0.579 0.199 
28 0.494 0.307 
30 0.510 0.311 
32 0.505 0.312 
34 0.492 0.311 
Condiciones de la curva de crecimiento 
Longitud de onda para la curva de crecimiento: 600 nm 
Agitación para la curva de crecimiento: 200 rpm 
Medio de cultivo: MM 
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CURVA DE CRECIMIENTO V. harveyi  (PHY 2A) 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Tiempo en 
Horas Media Desviación  estándar  
1 0.014 0.003
2 0.014 0.002
4 0.028 0.006
6 0.088 0.019
8 0.146 0.022
10 0.234 0.024
12 0.428 0.012
14 0.486 0.027
16 0.520 0.022
18 0.566 0.046
20 0.612 0.046
22 0.641 0.071
24 0.733 0.096
26 0.804 0.079
28 0.830 0.082
30 0.866 0.100
32 0.888 0.116
34 0.903 0.148
Condiciones de la curva de crecimiento 
Longitud de onda para la curva de crecimiento: 600 nm 
Agitación para la curva de crecimiento: 200 rpm 
Medio de cultivo: MM 
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ANEXO 3 
PRUEBAS EN PLACAS DE POLIETILENO CEPAS DE REFERENCIA 
 
PRUEBA EN PLACAS DE  POLIETILENO  S. aureus 
Cepa  S. aureus D. O.  del inóculo Ensayo 1 Ensayo 2 Ensayo 3 Media Desviación 
24 Horas Incubación 0.1 D. O. – S.D 0.028 0.036 0.027 0.030 0.005 
24 Horas Incubación 0.1 D. O. – I.M.F 0.082 0.111 0.083 0.090 0.016 
24 Horas Incubación 0.2 D. O. – S.D. 0.018 0.036 0.043 0.028 0.013 
24 Horas Incubación 0.2 D. O. – I.M.F 0.143 0.125 0.111 0.124 0.016 
48 Horas Incubación 0.1 D. O. – S.D. 0.066 0.070 0.072 0.069 0.003 
48 Horas Incubación 0.1 D. O. – I.M.F 0.140 0.176 0.118 0.141 0.029 
48 Horas Incubación 0.2 D. O. – S.D. 0.048 0.054 0.064 0.055 0.008 
48 Horas Incubación 0.2 D. O. – I.M.F 0.228 0.224 0.181 0.209 0.026 
*SD= Siembra directa del cultivo Puro; IMF= Inóculo en medio fresco 
 
PRUEBA EN PLACAS DE POLIETILENO S. epidermidis 
Cepa  S. epidermidis D. O.  del inóculo Ensayo 1 Ensayo 2 Ensayo 3 Media Desviación 
24 Horas Incubación 0.1 D. O. – S.D. 0.022 0.041 0.042 0.032 0.011 
24 Horas Incubación 0.1 D. O. – I.M.F 0.125 0.107 0.094 0.107 0.016 
24 Horas Incubación 0.2 D. O. – S.D. 0.044 0.054 0.044 0.047 0.006 
24 Horas Incubación 0.2 D. O. – I.M.F 0.077 0.081 0.074 0.077 0.004 
48 Horas Incubación 0.1 D. O. – S.D. 0.11 0.109 0.13 0.116 0.012 
48 Horas Incubación 0.1 D. O. – I.M.F 0.166 0.162 0.158 0.162 0.004 
48 Horas Incubación 0.2 D. O. – S.D. 0.097 0.1 0.098 0.098 0.002 
48 Horas Incubación 0.2 D. O. – I.M.F 0.094 0.095 0.093 0.094 0.001 
*SD= Siembra directa del cultivo Puro; IMF= Inóculo en medio fresco 
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PRUEBA EN PLACAS DE POLIETILENO K. pneumoniae 
Cepa D. O.  del inóculo Ensayo 1 Ensayo 2 Ensayo 3 Media Desviación 
24 Horas Incubación 0.1 D. O. – S.D. 0.038 0.048 0.042 0.042 0.005 
24 Horas Incubación 0.1 D. O. – I.M.F 0.025 0.027 0.029 0.027 0.002 
24 Horas Incubación 0.2 D. O. – S.D. 0.036 0.045 0.048 0.042 0.006 
24 Horas Incubación 0.2 D. O. – I.M.F 0.034 0.042 0.043 0.039 0.005 
48 Horas Incubación 0.1 D. O. – S.D. 0.388 0.298 0.395 0.354 0.054 
48 Horas Incubación 0.1 D. O. – I.M.F 0.079 0.054 0.06 0.063 0.013 
48 Horas Incubación 0.2 D. O. – S.D. 0.433 0.347 0.38 0.383 0.043 
48 Horas Incubación 0.2 D. O. – I.M.F 0.013 0.009 0.008 0.010 0.003 
*SD= Siembra directa del cultivo Puro; IMF= Inóculo en medio fresco 
 
RESULTADOS PRUEBA EN PLACAS DE  POLIETILENO P. aeruginosa 
Cepa  P. aeruginosa D. O.  del inóculo Ensayo 1 Ensayo 2 Ensayo 3 Media Desviación 
24 Horas Incubación 0.1 D. O. – S.D. 0.679 0.741 0.734 0.717 0.034 
24 Horas Incubación 0.1 D. O. – I.M.F 0.794 0.715 0.862 0.786 0.074 
24 Horas Incubación 0.2 D. O. – S.D. 0.556 0.659 0.608 0.605 0.052 
24 Horas Incubación 0.2 D. O. – I.M.F 0.926 0.722 0.794 0.805 0.103 
48 Horas Incubación 0.1 D. O. – S.D. 1.830 1.895 1.782 1.835 0.057 
48 Horas Incubación 0.1 D. O. – I.M.F 0.388 0.370 0.361 0.373 0.014 
48 Horas Incubación 0.2 D. O. – S.D. 1.197 1.096 1.221 1.169 0.066 
48 Horas Incubación 0.2 D. O. – I.M.F 0.775 0.665 0.752 0.727 0.058 
*SD= Siembra directa del cultivo Puro; IMF= Inóculo en medio fresco 
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ANEXO 4 
PRUEBAS EN PLACAS DE POLIETILENO PARA CEPAS DE ORIGEN MARINO 
RESULTADOS PRUEBA EN PLACAS DE POLIETILENO PARA CEPAS DE ORIGEN MARINO 
SIEMBRA DIRECTA DEL CULTIVO PURO 
Cepa Ensayo 1 Ensayo 2 Ensayo 3 Media Desviación 
10-4 DEP 0.007 0.004 0.005 0.005 0.002 
16-AINS5 0.054 0.079 0.06 0.063 0.013 
10-6 DEP 0 0 0 0 0.000 
31C 0.021 0.009 0.026 0.015 0.009 
12 AINS 6B 0.085 0.078 0.077 0.080 0.004 
PHY 11 1.352 1.403 1.438 1.397 0.043 
PHY 2A 1.377 1.427 1.277 1.357 0.076 
44 DEP 1.678 1.76 1.597 1.676 0.082 
29C 1.357 1.402 1.523 1.424 0.086 
68 PIN 0.015 0.021 0.011 0.015 0.005 
Control P. aeruginosa 1.705 1.705 1.622 1.676 0.048 
 
RESULTADOS PRUEBA EN PLACAS DE POLIETILENO PARA CEPAS DE ORIGEN MARINO 
SIEMBRA DEL INÓCULO CON MEDIO FRESCO 1:100 
Cepa Ensayo 1 Ensayo 2 Ensayo 3 Media Desviación 
10-4 DEP 0.021 0.008 0.003 0.006 0.009 
16-AINS5 0.064 0.042 0.035 0.044 0.015 
10-6 DEP 0 0 0 0.000 0.000 
31C 0.022 0.044 0.025 0.028 0.012 
12 AINS 6B 0.128 0.067 0.081 0.086 0.032 
PHY 11 1.277 1.38 1.452 1.366 0.088 
PHY 2A 1.547 1.308 1.349 1.394 0.128 
44 DEP 1.688 1.802 1.715 1.734 0.060 
29C 1.588 1.627 1.556 1.590 0.036 
68 PIN 0.032 0.033 0.037 0.034 0.003 
Control P. aeruginosa. 1.255 1.27 1.546 1.345 0.164 
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ANEXO 5 
PRUEBAS EN PLACAS DE POLIETILENO FRENTE A COMPUESTOS DE ORIGEN 
NATURAL. 
PORCENTAJES DE INHIBICIÓN SUPERIORES AL 25% DE CNM FRENTE A LA CEPA  
O. pseudogringnonese (44DEP) 
Compuesto Dilución Ensayo 1 Ensayo 2 Ensayo 3 Media Desviación 
Compuesto 1 Dilución 1 72 53 60 61 10 
 Dilución 2 30 30 41 33 6 
Compuesto 2 Dilución 1 31 29 37 32 4 
 Dilución 2 40 35 39 38 2 
Compuesto 3 Dilución 1 30 34 24 29 5 
Compuesto 4 Dilución 1 35 30 31 32 3 
 Dilución 2 27 22 30 26 4 
Compuesto 9 Dilución 1 37 39 42 39 3 
 Dilución 2 28 25 25 26 2 
Compuesto 10 Dilución 1 45 48 41 44 3 
Compuesto 13 Dilución 1 37 36 31 34 4 
 
PORCENTAJES DE INHIBICIÓN SUPERIORES AL 25% DE CNM FRENTE A LA CEPA  
A. macleodii (29C) 
Compuesto Dilución Ensayo 1 Ensayo 2 Ensayo 3 Media Desviación 
Compuesto 1 Dilución 1 39 27 35 33 6 
Compuesto 9 Dilución 1 76 66 64 68 7 
Compuesto 9 Dilución 2 71 54 51 58 11 
Compuesto 10 Dilución 1 71 61 52 60 10 
Compuesto 10 Dilución 2 67 52 45 53 11 
Compuesto 11 Dilución 1 59 53 42 50 9 
Compuesto 11 Dilución 2 63 55 47 54 8 
Compuesto 12 Dilución 1 58 48 44 49 7 
Compuesto 12 Dilución 2 76 65 49 61 14 
Compuesto 13 Dilución 1 56 55 64 58 5 
Compuesto 13 Dilución 2 41 43 48 43 4 
Compuesto 14 Dilución 2 32 43 42 32 6 
Compuesto 15 Dilución 1 30 46 39 37 8 
Compuesto 15 Dilución 2 32 44 39 38 6 
Compuesto 16 Dilución 1 39 48 56 47 8 
Compuesto 16 Dilución 2 38 56 50 47 9 
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PORCENTAJES DE INHIBICIÓN SUPERIORES AL 25% DE CNM FRENTE A LA CEPA V. harveyi 
Compuesto Dilución Ensayo 1 Ensayo 2 Ensayo 3 Media Desviación 
Compuesto 1 Dilución 1 55 67 73 64 8 
Compuesto 1 Dilución 2 47 37 33 38 7 
Compuesto 2 Dilución 1 27 38 39 34 7 
Compuesto 2 Dilución 2 60 43 47 49 9 
Compuesto 3 Dilución 1 37 33 30 33 4 
Compuesto 3 Dilución 2 40 49 45 44 4 
Compuesto 4 Dilución 2 48 58 39 47 10 
Compuesto 5 Dilución 1 24 27 42 29 10 
Compuesto 5 Dilución 2 43 46 48 45 2 
Compuesto 7 Dilución 1 25 40 37 32 8 
 
PORCENTAJES DE INHIBICIÓN SUPERIORES AL 25% DE CNM FRENTE A LA CEPA  
P. aeruginosa 
Compuesto Dilución Ensayo 1 Ensayo 2 Ensayo 3 Media Desviación 
Compuesto 2 Dilución 1 33 30 27 30 3 
Compuesto 3 Dilución 1 84 54 67 66 15 
Compuesto 5 Dilución 1 64 65 66 65 1 
Compuesto 5 Dilución 2 40 35 37 37 3 
Compuesto 6 Dilución 1 74 58 60 63 9 
Compuesto 6 Dilución 2 41 41 43 42 1 
Compuesto 7 Dilución 1 39 31 35 35 4 
Compuesto 9 Dilución 2 55 47 40 47 7 
Compuesto 10 Dilución 1 33 27 27 28 4 
Compuesto 12 Dilución 1 66 75 90 76 12 
Compuesto 13 Dilución 1 97 94 90 94 3 
Compuesto 14 Dilución 1 99 97 98 98 1 
Compuesto 14 Dilución 2 69 60 65 64 4 
Compuesto 15 Dilución 1 100 100 100 100 0 
Compuesto 16 Dilución 1 94 97 94 95 2 
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PORCENTAJES DE INHIBICIÓN SUPERIORES AL 25% DE CNM FRENTE A LA CEPA S. aureus 
Compuesto Dilución Ensayo 1 Ensayo 2 Ensayo 3 Media Desviación Estándar 
Compuesto 1 Dilución 1 88 94 75 85 10 
Compuesto 3 Dilución 1 100 100 100 100 0 
Compuesto 8 Dilución 1 100 100 78 91 13 
Compuesto 9 Dilución 1 y  2 100 100 100 100 0 
Compuesto 10 Dilución 1 y  2 100 100 100 100 0 
Compuesto 11 Dilución 1 y  2 100 100 100 100 0 
Compuesto 13 Dilución 1 y  2 100 100 100 100 0 
Compuesto 14 Dilución 1 y  2 100 100 100 100 0 
Compuesto 15 Dilución 1 y  2 100 100 100 100 0 
Compuesto 16 Dilución 1 y  2 100 100 100 100 0 
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ANEXO 6 
PRUEBA DE TUKEY PARA LAS CEPAS DE REFERENCIA. 
PRUEBA DE TUKEY (alfa 0.005) S. aureus 
Grupos Tratamientos 
A S. aureus 48h-0.2 I.M.F. 
B S. aureus 48h-0.1 I.M.F. 
BC S. aureus 24h-0.2 I.M.F. 
CD S. aureus 24h-0.1 I.M.F. 
DE S. aureus 48h-0.1 S.D. 
DE S. aureus 48h-0.2 S.D. 
E S. aureus 24h-0.2 S.D. 
E S. aureus 24h-0.1 S.D. 
H= Horas de Incubación; S.D. = Siembra Directa de cultivo puro; I.M.F.= Inóculo 1:100 en medio de 
cultivo fresco; * = Densidad óptica del inóculo (0.1 - 0.2 D. O.); **= Densidad óptica del inóculo (0.2 
- 0.3 D. O.) 
PRUEBA DE TUKEY (alfa 0.005) P. aeruginosa 
Grupos Tratamientos 
A P. aeruginosa 48h-0.1 S.D 
B P. aeruginosa 48h-0.2 S.D 
C P. aeruginosa 24h-0.2 I.M.F 
C P. aeruginosa 24h-0.1 I.M.F 
CD P. aeruginosa 48h-0.2 I.M.F 
CD P. aeruginosa 24h-0.1 S.D 
D P. aeruginosa 24h-0.2 S.D 
E P. aeruginosa 48h-0.1 I.M.F 
H= Horas de Incubación; S.D. = Siembra directa de cultivo puro; I.M.F.= Inóculo 1:100 en medio de 
cultivo fresco; * = Densidad óptica del inóculo (0.1 - 0.2 D. O.); **= Densidad óptica del inóculo (0.2 
- 0.3 D. O.) 
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ANEXO 7 
PRUEBA DE TUKEY PARA LAS CEPAS MARINAS FRENTE A COMPUESTOS DE ORIGEN 
NATURAL  
PRUEBA DE TUKEY (alfa 0.005) CEPA 44DEP- Ochrobactrum pseudogringnonese  
COMPUESTOS CON UN PORCENTAJE DE INHIBICIÓN<25% 
Grupos Tratamientos 
A Ochrobactrum pseudogringnonese C1 - 100 µg por pozo 
B Ochrobactrum pseudogringnonese C10- 100 µg por pozo 
BC Ochrobactrum pseudogringnonese C9 - 100 µg por pozo 
BCD Ochrobactrum pseudogringnonese C2 -  5 µg por pozo 
BCDE Ochrobactrum pseudogringnonese C13 - 100 µg por pozo 
BCDE Ochrobactrum pseudogringnonese C1 - 5 µg por pozo 
CDE Ochrobactrum pseudogringnonese C2 - 100 µg por pozo 
CDE Ochrobactrum pseudogringnonese C4 - 100 µg por pozo 
CDE Ochrobactrum pseudogringnonese C3 – 100 µg por pozo 
DE Ochrobactrum pseudogringnonese C4 -  5 µg por pozo 
E Ochrobactrum pseudogringnonese C9  - 5 µg por pozo 
 
PRUEBA DE TUKEY (alfa 0.005) CEPA 29C- Alteromona macleodii- COMPUESTOS CON UN 
PORCENTAJE DE INHIBICIÓN<25%. 
Grupos Tratamientos 
A Alteromona macleodii C9 - 100  µg por pozo 
AB Alteromona macleodii C12 - 5   µg por pozo 
ABC Alteromona macleodii C10 - 100  µg por pozo 
ABC Alteromona macleodii C9 - 5   µg por pozo 
ABC Alteromona macleodii C13 - 100  µg por pozo 
ABCD Alteromona macleodii C11 - 5    µg por pozo 
ABCD Alteromona macleodii C10 - 5   µg por pozo 
ABCD Alteromona macleodii C11 - 100 µg por pozo 
ABCD Alteromona macleodii C12 - 100 µg por pozo 
ABCD Alteromona macleodii C16 -  5  µg por pozo 
ABCD Alteromona macleodii C16 - 100 µg por pozo 
BCD Alteromona macleodii C13 -  5  µg por pozo 
CD Alteromona macleodii C14 -  5  µg por pozo 
CD Alteromona macleodii C15 - 100 µg por pozo 
CD Alteromona macleodii C15 - 5 µg por pozo 
D Alteromona macleodii C1 - 100 µg por pozo 
 
 
 
90 
 
PRUEBA DE TUKEY (alfa 0.005) CEPA PHY 2A- Vibrio Harvey- COMPUESTOS CON UN 
PORCENTAJE DE INHIBICIÓN<25% 
Grupos Tratamientos 
A Vibrio harveyi- C1 - 100  µg por pozo 
AB Vibrio harveyi-C2 - 5  µg por pozo 
AB Vibrio harveyi-C4 - 5  µg por pozo 
AB Vibrio harveyi-C1 - 5  µg por pozo 
AB Vibrio harveyi-C5 - 5  µg por pozo 
AB Vibrio harveyi-C3 - 5  µg por pozo 
B Vibrio harveyi-C2 - 100  µg por pozo 
B Vibrio harveyi-C7 - 100  µg por pozo 
B Vibrio harveyi-C3 - 100  µg por pozo 
B Vibrio harveyi-C5 - 100  µg por pozo 
 
PRUEBA DE TUKEY (alfa 0.005) CEPA P. aeruginosa - COMPUESTOS CON UN PORCENTAJE 
DE INHIBICIÓN <25% 
Grupos Tratamientos
A P. aeruginosa-C15 - 100  µg por pozo 
A P. aeruginosa-C14 - 100  µg por pozo 
A P. aeruginosa-C16 - 100  µg por pozo 
AB P. aeruginosa-C13 - 100  µg por pozo 
BC P. aeruginosa-C12 - 100  µg por pozo 
C P. aeruginosa- C3 - 100  µg por pozo 
C P. aeruginosa-C5 - 100  µg por pozo 
CD P. aeruginosa-C14 - 5   µg por pozo 
CD P. aeruginosa-C6 - 100  µg por pozo 
DE P. aeruginosa-C9 - 5   µg por pozo 
E P. aeruginosa-C6 - 5   µg por pozo 
E P. aeruginosa-C5 - 5   µg por pozo 
E P. aeruginosa-C7 - 100  µg por pozo 
E P. aeruginosa-C2 - 100  µg por pozo 
E P. aeruginosa-C10 - 100  µg por pozo 
 
